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E  Redoxpotential (in Volt, V) 
E0’  Standardredoxpotential bei pH 7 (in Volt, V) 




Fdh Formiat-Dehydrogenase  von  W. succinogenes 
Fdn Formiat-Dehydrogenase  von  E. coli 
Fl Fluoreszenzintensität 
Frd Fumarat-Reduktase  von  W. succinogenes 
G0’  freie Standardenergie bei pH 7 (in Joule, J) 
Hepes 4-(2-Hydroxyethyl)-piperazin-1-ethansulfonsäure 
HQNO 2-(Heptyl)-4-hydroxychinolin-N-oxid 
Hyd Hydrogenase  von  W. succinogenes 










MLV multilamellar  vesicle 




  1   Abkürzungsverzeichnis 
NADH reduziertes  Nicotinamid-adenin-dinucleotid 
O  spezifische Membranoberfläche (in cm
2·(g Phospholipid)
-1) 
PH  Protonenpermeabiliätskoeffizient (in cm·s
-1) 
Pyranin 8-Hydroxy-1,3,6-pyrentrisulfonsäure 
R  Gaskonstante (8,314 J·mol
-1·K
-1) 
Sdh Succinat-Dehydrogenase  von  B. subtilis 
SUV  small unilamellar vesicle 
T  Temperatur (in Kelvin, K) 






U  Unit (in 2 µmol Elektronen·min
-1) 
Vi  Innenvolumen der Liposomen (in ml·(g Phospholipid)
-1) 
∆p  transmembranes elektrochemisches Protonenpotential (in Volt, V) 
∆pH transmembrane  pH-Differenz 
∆ψ  transmembranes elektrisches Protonenpotential (in Volt, V) 
ε  molarer Extinktionskoeffizient (in mM
-1·cm
-1) 
  21 Zusammenfassung 
Wolinella succinogenes reduziert Fumarat mit H2 oder Formiat als Elektronendonor. Der 
Elektronentransport wird von der membranständigen Hydrogenase oder Formiat-
Dehydrogenase und der Fumarat-Reduktase katalysiert. Redoxmediator zwischen beiden 
Enzymen ist Menachinon. Der Elektronentransport ist mit der Erzeugung eines elektro-
chemischen Protonenpotentials (∆p) gekoppelt. Ziel dieser Arbeit war, den Mechanismus der 
∆p-Entstehung durch Rekonstitution der gekoppelten Fumarat-Atmung in Liposomen 
aufzuklären. 
Aus  Wolinella succinogenes isolierte Hydrogenase und Fumarat-Reduktase wurden in 
Liposomen eingebaut, die Menachinon enthielten. Die resultierenden Proteoliposomen kataly-
sierten die Reduktion von Fumarat mit H2. Die Wechselzahl der Enzyme im Elektronentrans-
port von H2 zu Fumarat war etwa 10 % von der in Bakterien.  
In den Proteoliposomen waren sowohl Hydrogenase als auch Fumarat-Reduktase 
ausschließlich nach außen orientiert. Elektronenmikroskopische Aufnahmen zeigten, dass die 
Proteoliposomen sphärische Vesikel mit einem mittleren Außendurchmesser von 88  nm 
waren. Die Proteoliposomen enthielten statistisch 8,4 Hydrogenasemoleküle und 72 Fumarat-
Reduktasemoleküle. Alle aktiven Enzymmoleküle waren in der Proteoliposomenmembran 
zufällig verteilt eingebaut und nahmen am Elektronentransport von H2 zu Fumarat teil. Der 
aus dem Protonenpermeabilitätskoeffizienten (PH = 8,1⋅10
-3 cm⋅s
-1) berechnete unspezifische 
Protonenfluß über die Proteoliposomenmembran war etwa 20mal langsamer als der durch den 
Elektronentransport von H2 zu Fumarat katalysierte Protonenfluß.  
Während der Fumarat-Reduktion mit H2 entstand ein elektrisches Protonenpotential über 
der Proteoliposomenmembran (∆ψ = -0,19 V; innen negativ), das die gleiche Richtung und 
Größe hatte wie das ∆ψ während der Fumarat-Atmung in Zellen von W. succinogenes. Der 
H
+/e
--Quotient für die Fumarat-Reduktion mit H2 war in Proteoliposomen in Gegenwart von 
Valinomycin und externem K
+ etwa 1. Das gleiche ∆ψ und der gleiche H
+/e
--Quotient waren 
mit der Reduktion von 2,3-Dimethyl-1,4-naphthochinon (DMN) durch H2 verbunden, wenn 
die Proteoliposomen Menachinon und Hydrogenase mit oder ohne Fumarat-Reduktase 
enthielten. Proteoliposomen, die Menachinon und Fumarat-Reduktase mit oder ohne 
Hydrogenase enthielten, katalysierten die Reduktion von Fumarat durch DMNH2, die aber 
nicht mit der Entstehung von ∆p gekoppelt war.  
Proteoliposomen, die Formiat-Dehydrogenase, Menachinon und Fumarat-Reduktase 
enthielten, katalysierten die Reduktion von Fumarat oder DMN durch Formiat. Beide 
Reaktionen erzeugten über der Proteoliposomenmembran ein ∆ψ von -0,13 V (innen negativ). 
Der H
+/e
--Quotient der Formiat-Oxidation durch Menachinon oder DMN war nahezu 1.  
  3   Zusammenfassung 
Die Entstehung von ∆ψ war von der Art des in die Proteoliposomen eingebauten Chinons 
abhängig. Während der Reduktion von DMN durch H2 entstand ein ∆ψ, wenn die 
Proteoliposomenmembran Menachinon, Vitamin K2 oder das aus W. succinogenes isolierte 
Methylmenachinon enthielt. Proteoliposomen ohne Chinon oder mit Vitamin K1 erzeugten 
kein  ∆ψ während der DMN-Reduktion mit H2. Die Fumarat-Atmung mit H2 war nur in 
Gegenwart von Menachinon oder Vitamin K2 mit der Entstehung von ∆ψ gekoppelt. 
In dieser Arbeit wurde erstmals die gekoppelte Fumarat-Atmung mit aus W. succinongenes 
isolierten Elektronentransportenzymen in Lipsomen rekonstituiert. Die Ergebnisse bestätigen 
die Hypothese, dass das durch die Fumarat-Atmung erzeugt ∆p ausschließlich durch die 
Menachinon-Reduktion mit H2 oder Formiat entsteht, während die Menachinol-Oxidation mit 
Fumarat ein elektroneutraler Prozeß ist.  
  42 Einleitung 
Wolinella succinogenes wächst auf Kosten der anaeroben Atmung mit Fumarat als termina-
len Elektronenakzeptor und H2 (Reaktion a) oder Formiat (Reaktion b) als Elektronendonor. 
Beide Reaktionen werden von membranständigen Elektronentransportketten katalysiert, die 
aus Fumarat-Reduktase, Menachinon und entweder Hydrogenase oder Formiat-Dehydroge-
nase bestehen (Abb. 2.1).  
 
Succinat Fumarat H2 → +        ( a )  
Succinat HCO O H Fumarat HCO 3 2 2 + → + +
− −      (b) 
 
Die Enzyme wurden isoliert und die entsprechenden Gene sequenziert (Kröger et al. 2002, 
Kröger et al. 1992). Die Enzyme bestehen jeweils aus zwei hydrophilen Untereinheiten und 
einem membranständigen Dihäm-Cytochrom b (Lancaster et al. 1999, Körtner et al. 1990, 
Unden et al. 1980, Droß et al. 1992, Bokranz et al. 1991). Die Eisen/Schwefel-Proteine der 
Dehydrogenasen (HydA, FdhB) übertragen Elektronen von ihren katalytischen Untereinheiten 
(HydB, FdhA) auf ihr Cytochrom b (HydC, FdhC). An HydC bzw. FdhC wird Menachinon 
reduziert. Menachinol wird am Cytochrom b der Fumarat-Reduktase (FrdC) oxidiert, das die 
Elektronen über die Eisen/Schwefel-Zentren von FrdB auf die katalytische Untereinheit 
(FrdA) überträgt. Hydrogenase und Formiat-Dehydrogenase katalysieren die Reduktion des 
wasserlöslichen Menachinonanalogons 2,3-Dimethyl-1,4-naphthochinon (DMN) mit H2 bzw. 
Formiat (Reaktion c und d). Die DMN-Reduktion durch Hydrogenase findet an HydC statt. 
Die Fumarat-Reduktase katalysiert die Oxidation von DMNH2 mit Fumarat (Reaktion e). Die 
DMNH2-Oxidation findet an FrdC statt.  
 
2 2 DMNH DMN H → +         ( c )  
2 2 2 DMNH CO H DMN HCO + → + +
+ −      (d) 
Succinat DMN Fumarat DMNH2 + → +      (e) 
 
Die Substratzentren von Hydrogenase und Formiat-Dehydrogenase sind periplasmatisch 
orientiert und das Substratzentrum der Fumarat-Reduktase cytoplasmatisch (Abb. 2.1) (Groß 
et al. 1998a, Kröger et al. 1980). Aus der Kristallstruktur der Fumarat-Reduktase von 
W. succinogenes konnte der Mechanismus der Fumarat-Reduktion am katalytischen Zentrum 
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von FrdA abgeleitet werden (Lancaster et al. 2001). Danach werden bei der Fumarat-Reduk-
tion zwei Protonen aus dem Cytoplasma aufgenommen. 
Die Protonen, die bei der Oxidation von H2 an HydB enstehen, werden wahrscheinlich in 
das Periplasma abgegeben. Das zeigt der Vergleich mit den periplasmatischen Ni-Hydrogena-
sen von Desulfovibrio gigas und Desulfovibrio vulgaris. Diese bestehen aus zwei hydrophilen 
Untereinheiten, die homolog zu HydA und HydB von W. succinogenes sind. Die 
Kristallstrukturen der Ni-Hydrogenasen von D. gigas und D. vulgaris ergaben, dass H2 im 
aktiven Ni/Fe-Zentrum in Protonen und Elektronen gespalten wird (Volbeda et al. 1995, 
Higuchi et al. 1997). Die Protonen gelangen über einen Protonenkanal an die Oberfläche der 
katalytischen Untereinheit und werden dort freigesetzt. Die Elektronen werden über die 
Eisen/Schwefel-Untereinheit auf ein Cytochrom c übertragen. Das Cytochrom c ist bei der 
W. succinogenes Hydrogenase durch das Cytochrom b HydC ersetzt, das eine Untereinheit des 
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Abb.  2.1. Zusammensetzung und Orientierung der an der Fumarat-Atmung von W. succinogenes 
beteiligten Enzyme. Hydrogenase (Hyd) und Fumarat-Reduktase (Frd) katalysieren Reaktion (a). Hyd wird in 
Reaktion (b) durch die Formiat-Dehydrogenase (Fdh) ersetzt. MK (MKH2), Menachinon (Menachinol); Ni, 
aktives Zentrum der Hydrogenase; Mo, Molybdän, koordiniert durch Molybdopteringuanindinukleotid; Fe/S, 
Eisen/Schwefel-Zentren; Rauten stellen Häm b dar; bD, distales Häm; bP, proximales Häm.  
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Die Formiat-Dehydrogenase von W. succinogenes ist ähnlich der Formiat-Dehydroge-
nase-N von Escherichia coli (Berks et al. 1995, Berg et al. 1991). Beide Enzyme sind gleich 
in der Zusammensetzung ihrer Untereinheiten. Die Kristallstruktur der E. coli Formiat-
Dehydrogenase-N zeigt in der katalytischen Untereinheit (FdhA) eine Spalte, die von der 
Oberfläche bis zum Molybdän reicht (Jormakka et al. 2002). Die Elektronen werden von 
Formiat vermutlich auf das Molybdän übertragen und die Produkte CO2 und H
+ über die 
Spalte in das Periplasma abgegeben. Der gleiche Mechanismus wird für die Formiat-
Dehydrogenase von W. succinogenes angenommen.  
Zellen von W. succinogenes erzeugen während der Fumarat-Atmung mit H2 (Reaktion a) 
oder Formiat (Reaktion b) ein elektrisches Protonenpotential (∆ψ) von -0,16 V bzw. -0,14 V 
(innen negativ) über der Membran (Mell et al. 1986, Geisler et al. 1994). Die entsprechende 
pH-Differenz über der Membran (∆pH) war vernachlässigbar klein. Ein ∆ψ gleicher Größe 
wurde für die Reduktion von DMN mit H2 (Reaktion c) oder Formiat (Reaktion d) mit Bakte-
rien bestimmt. Die Oxidation von DMNH2 mit Fumarat (Reaktion e) erzeugte dagegen kein 
∆ψ über der Membran. Invertierte Membranvesikel von W. succinogenes erzeugten ein 
∆ψ = 0,18 V (innen positiv) während der Fumarat-Atmung mit H2. Der H
+/e
-- Quotient dieser 
Reaktion wurde zu etwa 1 bestimmt. Aus diesen Ergebnissen wurde der in Abb. 2.2 A darge-
stellte hypothetische Mechanismus der Protonenbewegungen während der Fumarat-Atmung 
aufgestellt (Kröger et al. 2002). Danach entsteht ein ∆p nur bei der Menachinon-Reduktion 
mit H2 (oder Formiat), während die Oxidation von Menachinol durch Fumarat elektroneutral 
ist.  
Aus der Kristallstruktur der Fumarat-Reduktase wurde dagegen abgeleitet, dass die Proto-
nen während der Oxidation von Menachinol an FrdC vermutlich in das Periplasma freigesetzt 
werden (Lancaster et al. 2000). In der Kristallstruktur wurde eine Kavität in FrdC gefunden, 
die sich von der hydrophoben Phase der Membran nahe dem distalen Häm bD (Abb. 2.1) bis 
zur hydrophilen periplasmatischen Phase erstreckt und die ein Menachinolmolekül aufnehmen 
könnte. An dieser Kavität befindet sich ein Glutamat-Rest (Glu C66), der eines der bei der 
Menachinol-Oxidation frei werdenden Protonen aufnehmen und in das Periplasma weiterlei-
ten könnte. Wenn Glu C66 durch Glutamin ersetzt wird, ist die Menachinol-Oxidation durch 
Fumarat blockiert. Danach sollte auch bei der Fumarat-Reduktion durch Menachinol ein ∆p 
entstehen und der H
+/e
--Quotient während der Fumarat-Atmung mit H2 sollte 2 sein 
(Abb. 2.2 B).  
Die Frage, ob die Fumarat-Reduktion durch Menachinol elektrogen ist oder nicht, läßt sich 
anhand von Proteoliposomen beantworten, in denen sowohl Fumarat-Reduktase als auch 
Hydrogenase nach außen orientiert sind. Wenn die Menachinol-Oxidation durch Fumarat ein 
elektroneutraler Prozeß ist, sollte ein ∆p während der Fumarat-Atmung mit H2 entstehen und 
der H
+/e
--Quotient 1 sein (Abb. 2.2 C). Ist die Menachinol-Oxidation dagegen ein elektro-
  7   Einleitung 
gener Prozeß, sollte kein ∆p während der Fumarat-Atmung mit H2 entstehen und der H
+/e
--
Quotient 0 sein (Abb. 2.2 D).  
In dieser Arbeit wurde isolierte Hydrogenase (Formiat-Dehydrogenase) und Fumarat-
Reduktase mit Menachinon aus W. succinogenes in Liposomen eingebaut und die Orientie-
rung der Enzyme in der Membran bestimmt. Durch Messung von ∆ψ und der H
+/e
--Quotien-
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Abb. 2.2. Hypothetische Mechanismen der ∆p-Entstehung in Zellen von W. succinogenes (A und B) und in 
Proteoliposomen (C und D). Die gleichen Mechanismen werden auch für die Fumarat-Atmung mit Formiat als 
Elektronendonor angenommen. P, Periplasma; C, Cytoplasma; a, außen; i, innen.  
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3.1 Zucht  von  W. succinogenes 
W. succinogenes (Wildtyp) wurde wie bei Bronder et al. (1982) beschrieben mit Formiat 
als Elektronendonor und Fumarat als Elektronenakzeptor gezogen. Die Bakterien wurden in 
der späten exponentiellen Phase durch Zentrifugation geerntet (20 min bei 10000 x g). Die 
Feuchtzellen wurden für die Isolierung von Fumarat-Reduktase, Hydrogenase und Formiat-
Dehydrogenase und für die Extraktion von Menachinon und Methylmenachinon bei -70°C 
aufbewahrt.  
 
3.2  Isolierung der Enzyme 
Alle Reinigungsschritte wurden, wenn nicht anders erwähnt, bei 4°C mit N2 durchgasten 
Puffern durchgeführt. 
3.2.1 Fumarat-Reduktase 
Zellen von W. succinogenes (ca. 60 g) wurden in 250 ml Puffer I (50 mM Tris/HCl pH 7,4; 
2 mM Malonat; 1 mM DTT; 1 mM Azid) suspendiert und mit der French-Presse aufgeschlos-
sen. Das Zellhomogenat wurde durch Zentrifugation (40 min bei 150000 x g) in lösliche Zell-
fraktion und Membranfraktion getrennt. Die Membranfraktion wurde in 100  ml Puffer  I 
resuspendiert und nach Zugabe von Triton X-100 (1 g/g Membranprotein) 0,5 h bei Raum-
temperatur gerührt. Das erhaltene Tritonhomogenat wurde 40 min bei 150000 x g zentrifu-
giert und der Überstand (Tritonextrakt) für die weitere Enzymreinigung verwendet.  
Der Tritonextrakt wurde an DEAE-Sepharose CL6B (Amersham Pharmacia Biotech, Frei-
burg) chromatographiert. Die Säule hatte ein Volumen (SV) von 350 ml und war mit Puffer II 
(Puffer I mit 0,05 % Triton X-100) äquilibriert. Nach Auftragen des Tritonextrakts wurde die 
Säule mit 2 SV Puffer II gespült. Der Durchlauf mit den nicht an die Säulenmatrix gebunde-
nen Proteinen wurde aufgefangen und für die Isolierung der Hydrogenase weiterverwendet 
(Kapitel 3.2.2). Die gebundenen Proteine wurden mit einem steigenden linearen NaCl-
Gradienten (0 bis 300 mM in Puffer II) eluiert. Die Fraktionen mit den höchsten Fumarat-
Reduktase-Aktivitäten (DMNH2→Fumarat) wurden vereinigt, durch Druckfiltration konzen-
triert und gegen Puffer II dialysiert. Die Fumarat-Reduktase-Präparation wurde portioniert in 
flüssigen N2 eingefroren und bis zum Gebrauch bei -70°C aufbewahrt.  
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3.2.2 Hydrogenase 
Zur Isolierung der Hydrogenase wurde der während der Fumarat-Reduktase-Reinigung 
(Kapitel 3.2.1) erhaltene Durchlauf mit den nicht an DEAE-Sepharose CL6B gebundenen 
Proteinen durch Druckfiltration konzentriert und gegen Puffer III (25 mM Tris/Acetat pH 8,3; 
1 mM DTT; 0,05 % Triton X-100) dialysiert. Die dialysierte Proteinlösung wurde auf eine 
Chromatofokussierungssäule (PBE 94 (Amersham Pharmacia Biotech), 88 ml SV) aufgetra-
gen, die mit Puffer III äquilibriert war. Nach Spülen mit 2 SV Puffer III wurden die gebunde-
nen Proteine mit einem linearen pH-Gradienten (pH 8,3 bis pH 6) eluiert. Dazu wurde die 
Säule mit 10 SV Polybuffer (PB 96 (Amersham Pharmacia Biotech) 1:13 (v/v)/Acetat pH 6,0; 
1 mM DTT; 0,05 % Triton X-100) gespült und das Eluat fraktioniert gesammelt. Die Fraktio-
nen mit den höchsten Hydrogenase-Aktivitäten (H2→DMN) wurden vereinigt, durch Druck-
filtration konzentriert und gegen Puffer  III dialysiert. Die Hydrogenase-Präparation wurde 
portioniert in flüssigen N2 eingefroren und bis zum Gebrauch bei -70°C aufbewahrt. 
3.2.3 Formiat-Dehydrogenase 
Zellen von W. succinogenes (ca. 25 g) wurden in 100 ml Puffer IV (30 mM Kaliumphos-
phat/pH 7,4; 1 mM DTT; 1 mM Azid; 10 % Ethylenglykol) suspendiert. Die Membranfrak-
tion wurde wie für die Fumarat-Reduktase-Reinigung beschrieben (Kapitel 3.2.1) erhalten 
und in 50 ml Puffer IV resupendiert. Die Membranproteine wurden mit Triton X-100 eben-
falls wie für die Fumarat-Reduktase-Reinigung beschrieben aus der Membran extrahiert. Der 
erhaltene Tritonextrakt wurde auf eine DEAE-Sepharose CL6B-Säule (120 ml SV) aufgetra-
gen, die zuvor mit Puffer V (Puffer IV mit 0,05 % Triton X-100) äquilibriert war. Die Säule 
wurde mit 1 SV Puffer V gespült und der Durchlauf anschließend auf eine Hydroxylapatit-
Säule (45 ml SV; äquilibriert mit Puffer V) gegeben. Danach wurde die Säule mit 2 SV Puf-
fer V gespült und die Formiat-Dehydrogenase mit einem linearen Phosphatgradienten (30 bis 
300  mM in Puffer  V) eluiert. Die Fraktionen mit den höchsten Formiat-Dehydrogenase-
Aktivitäten (Formiat→DMN) wurden vereinigt, durch Druckfiltration konzentriert und gegen 
Puffer V dialysiert. Die Formiat-Dehydrogenase-Präparation wurde portioniert in flüssigen N2 
eingefroren und bis zum Gebrauch bei -70°C aufbewahrt. 
 
3.3 Chinone 
Menachinon und Methylmenachinon wurden zusammen wie bei Unden (1988) beschrieben 
aus der Membranfraktion von W. succinogenes extrahiert und über HPLC voneinander ge-
trennt. Die Konzentrationen der getrennten Chinone wurden über HPLC mit Vitamin K2 als 
Standard bestimmt (Unden 1988). Vitamin  K1 und Vitamin  K2 wurden bei Sigma 
(Taufkirchen) erworben.  
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3.4 Phospholipide 
Phosphatidylcholin wurde aus frischem Hühner-Eigelb nach Singleton et al. (1965) extra-
hiert. Phosphatidat (1,2-Dipalmitoyl-α-phosphatidsäure Mononatriumsalz) wurde von Fluka 
(Taufkirchen) erworben.  
 
3.5  Präparation von Schallliposomen 
50 mg extrahiertes Phosphatidylcholin und 5 mg Phosphatidat wurden in einer Mischung 
aus Chloroform und Methanol (2:1, v/v) gelöst. Nach Zugabe von Menachinon 
(10 µmol/g  Phospholipid), Methylmenachinon (10  µmol/g Phospholipid),    Vitamin K1 
(20 µmol/g Phospholipid) oder Vitamin K2 (20 µmol/g Phospholipid), wurde das Lösungsmit-
tel unter Vakuum vollständig verdampft. Der verbleibende Phospholipidfilm wurde wenn 
nicht anders angegeben in Hepes-Puffer (50 mM, mit KOH auf pH 7,5 eingestellt) mit einer 
Konzentration von 10  g Phospholipid/l suspendiert und anschließend durch alternierendes 
Evakuieren und Begasen mit N2 anaerobisiert. In dieser Phospholipidsuspension bilden sich 
spontan sogenannte multilamellare Lipidvesikel (MLV, Rigaud et al. 1995). Man erhält kleine 
unilamellare Vesikel (SUV, small unilamellar vesicles), wenn man die MLV’s mit Ultraschall 
behandelt. Die Suspension wurde daher 20 Minuten bei 0°C beschallt (Branson Sonifer mit 
einem Microtip, 30 W, 40 % Zyklus). Durch diese Ultraschallbehandlung wurde die vorher 
trübe Phospholipidsuspension klar, was auf die Bildung von SUV’s deutet. Die Schallliposo-
men wurden kurz vor der Proteoliposomenpräparation hergestellt, da sich aus SUV’s nach 
einigen Tagen wieder MLV’s bilden.  
 
3.6  Präparation von Proteoliposomen 
3.6.1  Einbau von Hydrogenase und Fumarat-Reduktase 
Proteoliposomen, die Hydrogenase und Fumarat-Reduktase enthalten, wurden nach der 
Methode von Lambert et al. (1998) präpariert. Alle Präparationsschritte wurden bei 
Raumtemperatur und unter N2-Atmosphäre durchgeführt. Dodecyl-β-D-maltosid 
(0,8 g/g Phospholipid) wurde einer Schallliposomensuspension (1 g Phospholipid/l in 50 mM 
Hepes/KOH pH 7,5) zugesetzt und das Gemisch mindestens 3 Stunden gerührt. Nach Zugabe 
von isolierter Hydrogenase (0,02 g/g Phospholipid) und bzw. oder (wenn nur eines der beiden 
Enzyme eingebaut werden sollte) Fumarat-Reduktase (0,18  g/g  Phospholipid) wurde das 
Phospholipid/Detergens/Protein-Gemisch eine weitere Stunde gerührt. Um das Detergens 
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wieder zu entfernen, wurden 240 mg Bio-Beads SM-2 (Bio-Rad, München) pro ml Suspen-
sion zugegeben und eine Stunde gerührt.  
3.6.2  Einbau von Formiat-Dehydrogenase und Fumarat-Reduktase 
Schallliposomen mit Menachinon wurden wie in Kapitel 3.5 beschrieben aber mit einer 
höheren Phospholipid-Konzentration (20 g/l) und in 95 mM Hepes-Puffer (pH 7,3) präpariert. 
Formiat-Dehydrogenase (0,04 g/g Phospholipid) und Fumarat-Reduktase (0,18 g/g Phospho-
lipid) wurden einer Schallliposomensuspension (10 g Phospholipid/l in 95 mM Hepes/KOH 
pH  7,3) zugesetzt, die Mischung in flüssigen N2 gefroren und anschließend wieder bei 
Raumtemperatur aufgetaut. Die Frieren/Tauen-Prozedur wurde noch zweimal wiederholt. 
Detergens (Triton  X-100), das durch die Enzympräparationen eingebracht wurde, wurde 
durch die Zugabe von Bio-Beads SM-2 (500 mg/ml Suspension) und einer Stunde Rühren bei 
Raumtemperatur entfernt. Durch die mehrfache Frieren/Tauen-Prozedur werden Formiat-
Dehydrogenase und Fumarat-Reduktase in die Membran eingebaut (Unden et al. 1983), 
gleichzeitig aggregieren aber die SUV’s teilweise wieder zu MLV’s (Rigaud et al. 1995). 
Daher wurde die Proteoliposomensuspension vor Gebrauch für 20  s bei 0°C beschallt 
(Branson Sonifier, 30 W, 40 % Zyklus). Die Enzymaktivitäten der Formiat-Dehydrogenase 
(Formiat DMN) und der Fumarat-Reduktase (DMNH → 2→Fumarat) wurden durch die Ultra-
schallbehandlung nicht beeinträchtigt.  
 
3.7 Enzymaktivitäten 
Alle Enzymaktivitäten wurden, wenn nicht anders angegeben, in Hepes-Puffer 
(50 mM/KOH pH 7,5; 37°C) und in gasdicht verschlossenen Küvetten (Schichtdicke 0,5 cm) 
mit dem Diodenarray-Spectrophotometer (HP 8453, Hewlett Packard, Waldbronn) bestimmt. 
Puffer und Küvetten wurden mit H2 gesättigt, wenn H2 Elektronendonor war. Für die übrigen 
Tests wurden Puffer und Küvetten mit N2 gesättigt.  
Die Reduktion von Fumarat (2 mM) durch H2 oder Formiat (10 mM) wurde als Differenz 
der Extinktionen bei 270 minus 290 nm (∆ε = 0,45 mM
-1cm
-1) in Hepes-Puffer bestimmt. Die 
Reduktion von DMN (0,2  mM) durch H2 oder Formiat (10  mM) und die Oxidation von 
DMNH2 (0,2  mM) durch Fumarat (1  mM) wurde ebenfalls bei 270-290  nm 
(∆ε = 15,2 mM
-1cm
-1) in Hepes-Puffer gemessen. DMNH2 wurde vor Zugabe von Fumarat 
und Protein durch Reduktion von DMN mit KBH4 erhalten. Die Reduktion von Methylviolo-
gen (1  mM) durch H2 wurde bei 578  nm (ε = 9,8  mM
-1cm
-1) in Glycin-Puffer (150  mM; 
pH 9,5) gemessen. Die Reduktion von Fumarat (1 mM) mit Methylviologenradikal (1 mM) 
wurde in Hepes-Puffer bestimmt. Methylviologen wurde durch Zusatz von Natriumdithionit 
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vollständig reduziert, bevor die Reaktion durch Zugabe von Protein und Fumarat gestartet 
wurde.  
1  Unit Enzymaktivität entspricht bei allen Enzymtesten dem Elektronentransfer von 
2 µmol Elektronen pro Minute.  
Um die spezifischen Enzymaktivitäten zu berechnen, wurde der Proteingehalt der Enzym-
präparationen nach der Biuret-Methode mit KCN bestimmt (Bode et al. 1968).  
 
3.8 Cytochrom  b-Differenzspektrum 
Das Cytochrom  b-Differenzspektrum einer Proteoliposomensuspension wurde aus der 
Differenz des reduzierten und des oxidierten Cytochrom  b-Extinktionsspektrums ermittelt. 
Die einzelnen Spektren wurden mit dem Diodenarray-Spectrophotometer (HP 8453, Hewlett 
Packard)  aufgenommen. Für das oxidierte Spektrum wurden die Proteoliposomen mit einer 
Konzentration von 1g Phospholipid/l in einem aeroben Puffer (50 mM Hepes/KOH pH 7,5) 
suspendiert und die Extinktionen der Wellenlängen 500 bis 600  nm bei einer optischen 
Schichtdicke von 0,5 cm registriert. Das reduzierte Extinktionsspektrum wurde nach Sätti-
gung der Proteoliposomensuspension mit H2 oder nach Zugabe von kristallinem Natrium-
dithionit aufgenommen.  
Anhand der Differenzspektren wurden die Häm b-Gehalte aus der Extinktionsdifferenz von 
565 minus 575 nm (∆ε = 23,4 mM
-1cm
-1, Kröger und Innerhofer 1976) berechnet.  
 
3.9 Transmissionselektronenmikroskopie 
Ein dünner Kohlefilm (Fullam, USA) wurde mit einer Edwards Vakuumapparatur (Modell 
306 Turbo, England) auf eine saubere Glimmeroberfläche (Plano, Wetzlar) aufgedampft. Der 
Kohlefilm wurde anschließend auf ein Objekträgernetzchen (Grid) aus Kupfer mit 400 
Maschen (SPI, USA), übertragen. Um eine hydrophile Oberfläche zu erhalten, wurde für 15 
Sekunden eine Glimmerentladung mit einem „plasma cleaner“ (Harrick, USA) durchgeführt. 
Schallliposomen (2 g Phospholipid/l), Proteoliposomen (1 g Phospholipid/l) oder Phospho-
lipid/Detergens/Protein-Gemisch (1  g Phospholipid/l) wurden auf die Kohle beschichteten 
Grids aufgebracht und überschüssige Flüssigkeit nach 10 Sekunden mit einem Filterpapier 
entfernt. Danach wurden die Proben mit mehreren Tropfen einer 2 %igen Vanadat-Lösung 
(pH 7,5) negativ kontrastiert. Die so erhaltenen Grids wurden mit einem EM208 Philips 
Elektronenmikroskop (FEI, Holland)  bei einer Beschleunigungsspannung von 80 kV unter-
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sucht. Die Bilder wurden mit einer 1024x1024 CCD Kamera (TVIPS, Gauting) bei 
verschiedenen Vergrößerungen aufgenommen.  
 
3.10 Innenvolumenbestimmung  der Proteoliposomen 
Zur Bestimmung des mittleren Innenvolumens der Proteoliposomen wurden Hydrogenase 
und Fumarat-Reduktase wie in Kapitel 3.6.1 beschrieben in Schallliposomen mit Menachinon 
eingebaut. Die Phospholipidkonzentration des Präparationsansatzes wurde geändert (10 g/l) 
aber das Protein/Phospholipid-Verhältnis beibehalten (0,02  g Hydrogenase/g  Phospholipid 
und 0,18  g Fumarat-Reduktase/g  Phospholipid). Der Präparationspuffer enthielt zusätzlich 
50  mM Phosphat. Nach der Präparation wurden die Proteoliposomen über eine Sephacryl 
S-1000 SF-Säule (Amersham Pharmacia Biotech) mit phosphatfreiem Hepes-Puffer filtriert, 
um externes Phosphat von in den Proteoliposomen eingeschlossenem Phosphat zu trennen. In 
der Proteoliposomenfraktion nach Gelfiltration wurde die Menge des eingeschlossenen Phos-
phats nach Lyse mit SDS und der Phospholipidgehalt wie bei Spillecke (1986) beschrieben 
bestimmt. Das mittlere Innenvolumen der Proteoliposomen (Vi in ml/g Phospholipid) wurde 
aus der eingeschlossenen Phosphatmenge (x µmol Phosphat) und der eingesetzten Phosphat-
konzentration (50 mM) bezogen auf den Phospholipidgehalt (x g Phospholipid) nach Glei-
chung (1) berechnet.  
 
id Phospholip   g   Phosphat   mM   50




=      (1) 
 
Unter der Annahme einer Kugelgestalt der Proteoliposomen kann aus Vi und der spezifi-
schen Oberfläche der Phospholipidmembran (O  =  2,6·10
6 cm
2/g  Phospholipid, Brune et al. 
1987) der mittlere innere Radius (r) bzw. innere Durchmesser (d = 2 r) der Proteoliposomen 
berechnet werden (Gleichung 2). Für den äußeren Durchmesser muß berücksichtigt werden, 








r    π 4
r   π
O
V
=          ( 2 )  
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3.11  Bestimmung des Protonenpermeabilitätskoeffizienten 
Der Protonenpermeabilitätskoeffizient (PH) wurde für die Schallliposomenmembran und 
die Proteoliposomenmembran nach Brune et al. (1987) bestimmt. Dazu wurden Schallliposo-
men (20 g Phospholipid/l) mit Menachinon wie beschrieben (Kapitel 3.5) in Hepes-Puffer 
(50 mM/KOH pH 7,5) präpariert, der zusätzlich den fluoreszierenden pH-Indikator Pyranin 
(50 µM) enthielt. Hydrogenase (0,02  g/g  Phospholipid) und Fumarat-Reduktase 
(0,18  g/g  Phospholipid) wurden nach der „Frieren/Tauen“-Methode (Kapitel 3.6.2) in die 
Schallliposomen (10 g Phospholipid/l in Puffer mit 50 mM Hepes/KOH pH 7,5 und 50 µM 
Pyranin) eingebaut. Die weitere Versuchsdurchführung gilt sowohl für Schallliposomen als 
auch für Proteoliposomen.  
Die Liposomen enthalten nach ihrer Präparation eingeschlossenes Pyranin. Das in der 
Liposomensuspension vorhandene externe Pyranin muß entfernt werden, da sonst das 
Fluoreszenzsignal des internen pH-Indikators überlagert wird. Dazu wurden die Liposomen 
über eine Sephadex G-25 Superfine-Säule (HiTrap Desalting column, Amersham Pharmacia 
Biotech) mit pyraninfreiem Hepes-Puffer filtriert. Während die Liposomen mit dem 
Ausschlußvolumen der Säule eluierten, verblieb fast alles externe Pyranin an der Säule.  
Für die Fluoreszenzmessungen wurden die Liposomen in Hepes-Puffer (50  mM/KOH 
pH 7,5) mit einer Konzentration von 1 g Phospholipid/l und einem Endvolumen von 0,5 ml in 
einer Glasküvette (Schichtdicke 1 cm) suspendiert. Nach Zugabe von 2,5 µl einer 0,1 mM 
Valinomycinlösung (in DMSO gelöst) wurde die Liposomensuspension für 10 min bei 25°C 
inkubiert. Ab diesem Zeitpunkt wurde das Fluoreszenzsignal das Pyranins kontinuierlich bei 
25°C mit dem Fluoreszenzspektralphotometer Hitachi F-4500 registriert [Anregungswellen-
länge 467  nm, Messung der Emission bei 510  nm (Clement und Gould 1981, Kano und 
Fendler 1978)]. Um einen externen pH-Sprung zu initiieren, wurden 4 µl einer 4 M NaOH-
Lösung in die Küvette gemischt. Das maximale Fluoreszenzsignal wurde durch Zugabe von 
1 µl FCCP (Stammlösung: 10 mM in DMSO gelöst) und 4 µl NaOH bestimmt. Das minimale 
Fluoreszenzsignal wurde anschließend durch Zugabe von 25 µl HCl (Stammlösung: 6 M) 
bestimmt. Eine typische Fluoreszenzmessung ist im Ergebnisteil (Abb. 4.7) dargestellt.  
 
3.12 Bestimmung  von  ∆ψ 
Die Größe und Richtung von ∆ψ wurde anhand der Verteilung von Tetraphenylphospho-
nium (TPP
+) bzw. Tetraphenylboranat (TPB
-) über der Proteoliposomenmembran bestimmt. 
Die Konzentration von TPP
+ bzw. TPB
- im externen Medium einer Proteoliposomensuspen-
sion wurde mit entsprechenden ionenselektiven Elektroden bestimmt, die kommerziell nicht 
erhältlich sind. Eine TPP
+-selektive Elektrode wurde nach Vorschrift von Kamo et al. (1979) 
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konstruiert und eine TPB
--selektive Elektrode nach Vorschrift von Karlovsky und Dadak 
(1982). Der Aufbau der Elektroden ist schematisch in Abb. 3.1 dargestellt. Die ionenselektive 
Membran besteht aus einer PVC-Matrix, die im Fall der TPP
+-Elektrode Tetraphenylboranat 
als Kationenaustauscher (Gegenion) enthält. Das Gegenion der TPB





Innenelktrolyt mit 1 mM TPB
--Lösung 







Innenelktrolyt mit 1 mM TPP
+-Lösung 





Abb.  3.1. Schematischer Aufbau der TPP
+- und TPB
--selektiven Elektrode. Die ionenselektive PVC-
Membran der TPP
+-Elektrode (Beschriftung links) bzw. der TPB
--Elektrode (Beschriftung rechts) wurde an 
einen Silikonschlauch geklebt, in den der jeweilige Innenelektrolyt gefüllt wurde. Die Ableitelektrode ist über 
eine Salzbrücke mit dem Innenelektrolyt verbunden.  
 
Zur Konditionierung wurde die TPP
+-Elektrode (TPB
--Elektrode) mehrere Stunden in eine 
1 mM TPP
+-Lösung (1 mM TPB
--Lösung) getaucht und anschließend in die Versuchsappara-
tur eingebaut (Abb. 3.2). Die Funktionstüchtigkeit der Elektroden wurde vor den Messungen 
durch einen Kalibrierungsversuch überprüft (Abb.  3.3). Dazu wurde Puffer (50  mM He-
pes/KOH pH 7,5; 25°C) in das Reaktionsgefäß gegeben, schrittweise die TPP
+-Konzentration 
(Abb. 3.3 A) bzw. TPB
--Konzentration (Abb. 3.3 B) erhöht und die daraus resultierende Span-
nungsänderungen registriert. Im getesteten Konzentrationsbereich zeigten beide Elektroden 
eine lineare Abhängigkeit der Zellspannung vom Logarithmus der entsprechenden Ionenkon-
zentration. Die Elektrodensteilheit entsprach in beiden Fällen der theoretischen nach der 
Nernst-Gleichung berechneten (Gleichung  3), die 59,1  mV bei einer 10fachen Konzentra-





ln ∆E ⋅ =
nF
RT
         ( 3 )  
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Voltmeter (Metrohm 713 pH-Meter)  













Abb. 3.2. Versuchsapparatur zur Messung der TPP
+- oder TPP
--Konzentration. Für den Kalibrierungsver-












































Abb. 3.3. Abhängigkeit der Zellspannung von der eingesetzten Meßionen-Konzentration.  Aus der Steigung 
der Geraden wurde eine Elektrodensteilheit von 59,3 mV für die TPP
+-Elektrode (A) und 58,1 mV für die TPB
--
Elektrode (B) bestimmt. 
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Für die Bestimmungen der TPP
+-Konzentration in Proteoliposomensuspensionen wurden 
Proteoliposomen mit einer Konzentration von 0,4 g Phospholipid/l in anaerobisierten Hepes-
Puffer (50 mM/KOH pH 7,5; 25°C) suspendiert und im Reaktionsgefäß 15 min inkubiert. Die 
TPP
+-Elektrode wurde durch schrittweise Zugabe bekannter Mengen TPP
+ zu der 
Proteoliposomensuspension kalibriert und anschließend der Elektronentransport durch 
Zugabe der jeweiligen Substrate (siehe Ergebnisteil) gestartet. Die Spannungsänderung wäh-
rend des Elektronentransports wurde kontinuierlich mit einem xt-Schreiber registriert. Aus der 
Spannungsänderung wurde die Abnahme der externen TPP
+-Konzentration berechnet. Die 
Berechnung von ∆ψ aus der TPP
+-Verteilung während des Elektronentransports ist in Kapitel 
4.2.1 ausführlich dargestellt. Messungen mit der TPB
--Elektrode wurden analog zu den TPP
+-
Messungen durchgeführt.  
 
3.12.1 Bindungskonstanten 
Bei ∆ψ = 0 ist in Proteoliposomen die interne TPP
+- bzw. TPB
--Konzentration gleich der 
externen. Unter diesen Bedingungen kann die ∆ψ-unabhängige aber TPP
+- bzw. TPB
--
konzentrationsabhängige Bindung der lipophilen Ionen an die Liposomenmembran bestimmt 
werden (Lolkema et al. 1983). Dazu wurden wie in Kapitel 3.6.1 beschrieben Proteoliposo-
men präpariert, die Hydrogenase, Fumarat-Reduktase und Menachinon enthielten. Die 
Phospholipidkonzentration des Präparationsansatzes wurde geändert (10 g/l) aber das Pro-
tein/Phospholipid-Verhältnis beibehalten (0,02  g Hydrogenase/g  Phospholipid und 0,18  g 
Fumarat-Reduktase/g Phospholipid).  
Zur Deenergetisierung der Membran wurden die Proteoliposomen mehrere Tage bei 4°C 
gealtert. Nach 3 Tagen konnte keine ∆ψ-abhängige TPP
+-Aufnahme während des Elektronen-
transports mehr gemessen werden. Deenergetisierte Proteoliposomen wurden jeweils zu ver-
schiedenen TPP
+-Konzentrationen (T0) gegeben. Die TPP
+-Konzentration im externen 
Medium (Te) nahm nach Zugabe der Proteoliposomen ab und wurde mit der TPP
+-Elektrode 
bestimmt. Das an die Phospholipidmembran gebundene TPP
+ (Tb) wurde nach Gleichung (4) 
berechnet. Dabei wurde das im Innenvolumen der Proteoliposomen angereicherte TPP
+ (Ti) 
berücksichtigt. Ti wurde nach Gleichung (5) mit dem Innenvolumen der Proteoliposomen 








=         ( 4 )  
PL i e i c V T T ⋅ ⋅ =        ( 5 )  
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Tb stieg proportional zu Te im Bereich der getesteten TPP
+-Konzentrationen (Abb. 3.4 A). 
Aus der Steigung der Geraden wurde die Bindungskonstante KT = 52 ml/g von TPP
+ für die 
Proteoliposomenmembran ermittelt. Experimente zur Bestimmung der Bindungskonstante für 
TPB
- wurden analog den oben dargestellten durchgeführt (Abb 3.4 B). TPB
- wird mit einer 
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Abb.  3.4. Bestimmung der Bindung von TPP
+ (A) und TPB
- (B) an die Proteoliposomenmembran in 
Abhängigkeit der externen Konzentration. Deenergetisierte Proteoliposomen (2,5 mg Phospholipid) wurden 
zu 5 ml Hepes-Puffer (50 mM/KOH pH 7,5) mit steigenden Konzentrationen TPP
+ (TPB
-) gegeben.  
 




Proteoliposomen, die Hydrogenase, Menachinon und Fumarat-Reduktase enthalten, 
wurden wie in Kapitel 3.6.1 beschrieben präpariert. Der Präparationspuffer enthielt jedoch 
95 mM Hepes (mit KOH auf pH 7,30 eingestellt). Die Proteoliposomensuspension (10 ml) 
wurde 14 h gegen 10 l Puffer A (50 µM Hepes, 45 mM KCl und 50 mM Sucrose; pH 7,30) 
dialysiert, der mit H2 gesättigt war. Nach Zugabe von Valinomycin (0,5 µmol/g Phospholipid) 
und Phenolrot (60 µM) wurde die Suspension mit Fumarat (5 mM in H2-gesättigten Puffer A) 
oder DMN (50-100  µM in H2-gesättigten Puffer A) bei 25°C gemischt. Für das Mischen 
wurde ein Stopped-Flow-Photometer (Hi-Tech Scientific SF-61 DXZ) verwendet (Kannt et al. 
1998). Es wurden immer zehn Teile Proteoliposomensuspension mit einem Teil Substrat 
gemischt. pH-Änderungen nach dem Mischen wurden als Extinktionsänderung von Phenolrot 
bei 550 nm registriert. Kontrollexperimente ergaben, dass sich die Extinktion bei 550 nm in 
Abwesenheit von Phenolrot nicht ändert. Zur Bestimmung der pH-Änderung während der 
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Fumarat-Reduktion durch DMNH2 war die Proteoliposomensuspension mit N2 gesättigt und 
enthielt zusätzlich 0,2 mM DMNH2.  
Proteoliposomen, die Formiat-Dehydrogenase, Menachinon und Fumarat-Reduktase 
enthalten, wurden wie in Kapitel 3.6.2 beschrieben präpariert. Der externe Puffer wurde durch 
Gelfiltration über eine Sephadex G-25 Superfine-Säule (HiTrap Desalting column, Amersham 
Pharmacia Biotech), die mit N2-gesättigten Puffer A äquilibriert war, ausgetauscht. Nach 
Zugabe von Valinomycin und Phenolrot (siehe oben) wurde die Proteoliposomensuspension 
(1 g Phospholipid/l) mit entweder Formiat (100 mM) und DMN (50-100 µM) oder nur mit 
Formiat (100 mM) wie oben beschrieben gemischt. Die Substrate waren ebenfalls in Puffer A 
gelöst.  
Die Extinktionsänderung von Phenolrot bei 550 nm wurde durch tryptische Hydrolyse von 
N-α-Tosyl-L-arginyl-O-methylester (TAME) kalibriert (Sarti et al. 1985). In dieser Reaktion 
wird ein Proton pro zugegebenem TAME frei. Die Proteoliposomensuspension, die Valino-
mycin, Phenolrot und zusätzlich 5  µM Trypsin enthielt, wurde wie oben beschrieben mit 
TAME (100-200 mM in Puffer A) gemischt.  
  204 Ergebnisse 
4.1  Präparation und Charakterisierung der Proteoliposomen 
Der Einbau von Hydrogenase und Fumarat-Reduktase in Liposomen erfolgte nach der von 
Lambert et al. (1998) beschriebenen Methode. Dort wurde Bacteriorhodopsin in Liposomen 
eingebaut, die zuvor mit Dodecylmaltosid behandelt wurden. Dodecylmaltosid wurde nach 
Zugabe von Bacteriorhodopsin durch Adsorption an ein Polystyrolharz (Bio-Beads SM-2) 
wieder entfernt. Die Autoren zeigten, dass die Vesikelstruktur der Liposomen bis zu einem 
kritischen Dodecylmaltosid/Phospholipid-Verhältnis erhalten blieb und die Liposomen bei 
höheren Verhältnissen lysierten. Das durch Licht induzierte ∆p war maximal, wenn Bacterio-
rhodopsin in Liposomen eingebaut wurde, die mit dem kritischen Verhältnis behandelt 
wurden. Nur noch die Hälfte des maximalen ∆p wurde gemessen, wenn das zur Präparation 
verwendete Dodecylmaltosid/Phospholipid-Verhältnis höher war. Die Größe von ∆p war 
wahrscheinlich abhängig von der Orientierung der Bacteriorhodopsinmoleküle in der Proteo-
liposomenmembran. Bacteriorhodopsin wird mit einheitlicher Orientierung eingebaut, wenn 
die Vesikelstruktur der Liposomen während der Präparation erhalten bleibt (Rigaud et al. 
1995). In lysierte Liposomen wird Bacteriorhodopsin dagegen unterschiedlich orientiert 
eingebaut.  
Die Substratzentren aller Hydrogenase- und Fumarat-Reduktasemoleküle müssen in den 
Proteoliposomen ebenfalls gleich (nach außen) orientiert sein, um zwischen den beiden vorge-
schlagenen Mechanismen (Abb. 2.1 C und D) unterscheiden zu können. Daher wurde zu-
nächst das kritische Dodecylmaltosid/Phospholipid-Verhältnis der verwendeten Liposomen 
bestimmt. Für den anschließenden Einbau der Enzyme wurden 0,02  g Hydrogenase und 
0,18 g Fumarat-Reduktase pro g Phospholipid eingesetzt. Das enstspricht 0,16 µmol Hydro-
genase (Mr = 124 kDa) und 1,3 µmol Fumarat-Reduktase (Mr = 135 kDa) pro g Phospholipid. 
Das molare Verhältnis der Enzyme in den Proteoliposomen wurde so gewählt, dass es etwa 
dem der Bakterienmembran enstprach (Unden et al. 1983). 
 
4.1.1  Bestimmung des kritischen Dodecylmaltosid/Phospholipid-Verhältnisses 
Schallliposomen wurden aus einem Gemisch von Ei-Phosphatidylcholin und Ei-Phosphati-
dat hergestellt und mit steigenden Mengen Dodecylmaltosid versetzt. Abb.  4.1 zeigt die 
Trübungsänderung der Liposomensuspensionen in Abhängigkeit der zugesetzten Dodecyl-
maltosidmenge. Die Trübung der Suspensionen wurde anhand ihrer optischen Dichte bei 
400 nm bestimmt. Bis zu einem Verhältnis von 0,8 g Dodecylmaltosid/g Phospholipid blieb 
die optische Dichte annähernd konstant. Nach weiterer Zugabe von Dodecylmaltosid nahm 
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die optische Dichte bis 1,2 g Dodecylmaltosid/g Phospholipid stark ab und änderte sich dann 
nicht mehr. Vergleichende Untersuchungen mit Lichtstreuung, 
31P-NMR-Spektroskopie und 
Elektronenmikroskopie (Goñi und Alonso 2000, Almgren 2000) zeigten, dass die Trübungs-
änderung den Solubilisierungsprozeß der Liposomen beschreibt. Zunächst wird Dodecyl-
maltosid in die Liposomenmembran eingebaut, ohne diese zu lysieren (Phase I in Abb. 4.1). 
Am Ende von Phase I ist die Liposomenmembran mit Dodecylmaltosid „gesättigt“. Weitere 
Zugabe von Dodecylmaltosid führt zunehmend zur Lyse der Liposomen (Phase II), bis alle 
Liposomen solubilisiert sind und nur noch gemischte Micellen aus Phospholipid und Deter-
gens vorliegen (Phase III). Aus den Trübungsänderungen wurde geschlossen, dass die unter-
suchten Schallliposomen bei dem kritischen Dodecylmaltosid/Phospholipid-Verhältnis von 
0,8 g/g noch nicht lysiert und beim Verhältnis von 1,2 Dodecylmaltosid/g Phospholipid voll-
ständig solubilisiert waren. Mit Liposomen ähnlicher Phospholipidzusammensetzung wurde 
ein kritisches Verhältnis von 0,6 g Dodecylmaltosid/g Phospholipid und ein Dodecylmalto-
sid/Phospholipid-Verhältnis von 1,0  g/g   für die vollständige Solubilisierung bestimmt 

















Abb. 4.1. Trübung von Liposomensuspensionen nach Zugabe steigender Dodecylmaltosidmengen. Schall-
liposomen wurden mit einer Konzentration von 1 g Phospholipid/l in 50 mM Hepes-Puffer (pH 7,5) suspendiert 
und mit verschiedenen Mengen Dodecylmaltosid versetzt. Die einzelnen Suspensionen wurden 3 h bei 20°C 
gerührt und anschließend die optische Dichte (OD) bei 400 nm bestimmt. 
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4.1.2  Orientierung der Enzymmoleküle in den Proteoliposomen  
Um die Präparationsbedingung zu finden, bei der alle Hydrogenase- und Fumarat-Redukta-
semoleküle in der Liposomenmembran nach außen orientiert eingebaut werden, wurde das in 
Abb. 4.2 dargestellte Experiment durchgeführt. Schallliposomen, die Menachinon enthielten, 
wurden wie in Kapitel 4.1.1 beschrieben mit zunehmenden Mengen Dodecylmaltosid behan-
delt. Nach Zugabe der Enzyme wurde Dodecylmaltosid durch Adsorption an Bio-Beads SM-2 
wieder entfernt. Anschließend wurde die Elektronentransportaktivität von H2 zu Fumarat in 
den erhaltenen Proteoliposomenpräparationen bestimmt (Abb.  4.2  A, H2→Fumarat). Die 
Aktivität nahm zunächst mit steigender Detergenskonzentration zu und war maximal beim 
kritischen Verhältnis (0,8 g Dodecylmaltosid/g Phospholipid). Bei höheren Verhältnissen war 
die Aktivität geringer. Die gemessenen Elektronentransportaktivitäten wurden mit den theore-
tisch erwarteten (VET) verglichen. VET wurde aus den gemessenen Aktivitäten der Hydro-
genase (H2→DMN, VHyd) und der Fumarat-Reduktase (DMNH2→Fumarat, VFrd) nach 
Gleichung (6) berechnet (Unden und Kröger 1982, Kröger und Klingenberg 1973). Gleichung 
(6) gilt für ein System von zwei aufeinander folgenden Enzymen mit einem gemeinsamen 
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Unterhalb des kritischen Verhältnisses war die gemessene Aktivität kleiner als VET. 
Vermutlich waren in diesen Präparationen nicht alle Enzymmoleküle in die Liposomenmem-
bran eingebaut und somit nicht am Elektronentransport beteiligt. Vom kritischen Dodecyl-
maltosid/Phospholipid-Verhältnis an stimmten die Elektronentransportaktivitäten mit VET 
überein, d. h. es waren wahrscheinlich alle Enzymmoleküle am Elektronentransport beteiligt.  
Die Abnahme der Elektronentransportaktivität und auch der Fumarat-Reduktase-Aktivität 
(Abb. 4.2 A, DMNH2→Fumarat) in den beiden Präparationen, die mit den höchsten Dodecyl-
maltosid/Phospholipid-Verhältnissen erhalten wurden, lassen sich durch die Orientierung der 
Fumarat-Reduktase in der Proteoliposomenmembran erklären. Da extern zugesetztes Fumarat 
durch die Liposomenmembran etwa 10
4mal langsamer diffundiert als im Elektronentransport 
umgesetzt wurde (Janausch et al. 2001), sind nur die nach außen orientierten Fumarat-
Reduktasemoleküle an der Fumarat-Reduktion beteiligt.  































































































H2 → DMN 
DMNH2 → Fumarat






Abb. 4.2. Enzymaktivitäten (A) und TPP
+-Aufnahme (B) von Proteoliposomen in Abhängigkeit des zur 
Präparation verwendeten Dodecylmaltosid/Phospholipid-Verhältnisses. Die Proteoliposomen enthielten 
Hydrogenase, Menachinon und Fumarat-Reduktase und wurden wie unter Methoden beschrieben aber mit ver-
schiedenen Mengen Dodecylmaltosid präpariert. Die theoretische Elektronentransportaktivität (VET) wurde nach 
Gleichung (6) berechnet. Die TPP
+-Aufnahme wurde wie in Kapitel 4.2.1 beschrieben gemessen. Ts ist das von 
den Proteoliposomen aufgenommene TPP
+ während des Elektronentransports von H2 zu DMN bzw. zu Fumarat 
und Te die entsprechende TPP
+-Konzentrationen im Medium.  
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Die Zugänglichkeit der Fumarat-Reduktase für ihr Substrat wurde durch das in Tab. 4.1 
dargestellte Experiment bestimmt. Proteoliposomen, die mit dem kritischen bzw. den beiden 
höchsten Dodecylmaltosid/Phospholipid-Verhältnissen präpariert waren, wurden mit Tri-
ton X-100 lysiert und die Aktivität der Fumarat-Reduktion mit reduziertem Methylviologen 
vor und nach Lyse bestimmt. Mit der kritischen Detergenskonzentration präparierte 
Proteoliposomen zeigten keine Stimulierung der Aktivität durch Lyse, d.  h. alle Fumarat-
Reduktasemoleküle waren bereits vor Lyse für Fumarat zugänglich und daher nach außen 
orientiert. Dagegen wurde die Aktivität der bei den höchsten Dodecylmaltosid/Phospholipid-
Verhältnissen erhaltenen Proteoliposomen durch Lyse gesteigert. Aus dem Verhältnis der Akti-
vitäten vor und nach Lyse ist zu entnehmen, dass nur etwa 70 % der Fumarat-Reduktasemole-
küle in diesen Proteoliposomen für externes Fumarat zugänglich, d. h. nach außen orientiert 
waren.  
 
Tab. 4.1. Fumarat-Reduktase-Aktivität mit reduziertem Methylviologen (MVred) vor und nach Lyse der 
Proteoliposomen. Fumarat-Reduktase und Hydrogenase wurden mit verschiedenen Mengen Dodecylmaltosid in 
Liposomen, die Menachinon enthielten, eingebaut. Die Proteoliposomen wurden mit 1  g 
Triton X-100/g Phospholipid lysiert.  
 
Dodecylmaltosid / Phospholipid  Aktivität (MVred→Fumarat) 
 
(g/g)  Lyse nach 
Lyse vor  nach Lyse   
(U/mg Phospholipid) 
0,8 0,98  41 
1,0 0,68  36 
1,3 0,72  36 
 
Die Orientierung der Hydrogenase in den verschiedenen Proteoliposomen entsprach wahr-
scheinlich der der Fumarat-Reduktase. Das ist ersichtlich aus der Hydrogenase-Aktivität mit 
Methylviologen als Elektronenakzeptor (H2→MV, Abb.  4.2  A). Methylviologen kann die 
Membran nicht permeieren (Kröger et al. 1980, Jones und Garland 1977) und wird an den 
hydrophilen Untereinheiten der Hydrogenase (HydAB) reduziert (Groß et al. 1998b). Es kön-
nen also nur die nach außen orientierten Hydrogenasemoleküle an der Reaktion beteiligt sein. 
Die Aktivität der Methylviologen-Reduktion durch H2 war in den Präparationen gleich, die 
mit dem kritischen oder niedrigeren Dodecylmaltosid/Phospholipid-Verhältnissen erhalten 
wurden, und betrug nur noch 70  % bzw. 65  % bei den zwei höchsten Dodecylmalto-
sid/Phospholipid-Verhältnissen. Im Gegensatz zu Methylviologen können H2 und DMN die 
Membran permeieren und reagieren daher auch mit den nach innen orientierten Hydrogenase-
molekülen (Geisler et al. 1994). Da sich die Aktivität der DMN-Reduktion mit H2 in den 
Proteolipsomensuspensionen nicht unterschied (H2→DMN, Abb.  4.2  A), war die Anzahl 
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aktiver Hydrogenasemoleküle in allen Präparationen etwa gleich. Aus dem Verhältnis der 
Hydrogenase-Aktivität mit Methylviologen und der mit DMN als Elektronenakzeptor ist zu 
schließen, dass alle Hydrogenasemoleküle nach außen orientiert waren, wenn die 
Proteoliposomen mit dem kritischen oder einem niedrigeren Verhältnis präpariert wurden. 
Dagegen waren 30 % bzw. 35 % der Hydrogenasemoleküle nach innen orientiert, wenn die 
Proteoliposomen mit den beiden höchsten Verhältnissen präpariert wurden.  
Tetraphenylphosphonium (TPP
+) wird von den Proteoliposomen aufgenommen, wenn ein 
elektrisches Potential über der Membran (∆ψ, innen negativ) vorhanden ist. Die Bestimmung 
von ∆ψ mit TPP
+ wird in Kapitel 4.2 ausführlicher erklärt. Die TPP
+-Aufnahme während des 
Elektronentransports von H2 zu Fumarat oder von H2 zu DMN war am größten bei Proteolipo-
somen, die mit dem kritischen Dodecylmaltosid/Phospholipid-Verhältnis präpariert wurden 
(Abb. 4.2 B). In dieser Präparation waren alle Enzymmoleküle am Elektronentransport betei-
ligt und in den Proteoliposomen nach außen orientiert. Die geringere TPP
+-Aufnahme durch 
die „überkritischen“ Proteoliposomen ist damit zu erklären, dass ein Teil der Hydrogenase-
moleküle nach innen orientiert war (siehe Diskussion). Für die folgenden Untersuchungen 
wurden nur Proteoliposomen verwendet, die mit dem kritischen Dodecylmalto-
sid/Phospholipid-Verhältnis präpariert wurden.  
 
4.1.3 Transmissionselektronenmikroskopie 
Die strukturellen Eigenschaften der Schallliposomen und der Proteoliposomen wurden mit 
dem Transmissionselektronenmikroskop (TEM) nach Negativ-Kontrastierung mit Vanadat 
untersucht. Abb. 4.3 A zeigt Schallliposomen, die für die Proteoliposomenpräparation verwen-
det wurden, als runde Vesikel. Der Durchmesser variierte von 20 bis 140 nm, was typisch für 
Liposomen ist, die durch Ultraschallbehandlung einer Phospholipidsuspension hergestellt 
werden (Rigaud et al. 1995). Der mittlere Durchmesser betrug etwa 40 nm.  
Für den Einbau der Proteine wurde Dodecylmaltosid mit dem kritischen Verhältnis von 
0,8 g Dodecylmaltosid/g Phospholipid  und  anschließend  Hydrogenase  und  Fumarat-
Reduktase in die Schallliposomensuspension gemischt. In diesem Phospholi-
pid/Detergens/Protein-Gemisch waren immer noch runde Vesikel erkennbar (Abb. 4.2 B), von 
denen die meisten jetzt einen Durchmesser von 20 bis 30 nm besaßen. Nur wenige größere 
(bis 200 nm) waren zu beobachten. Außerdem sind lange Filamente zu sehen (durch Pfeile in 
Abb. 4.2 B gekennzeichnet), die einen ähnlichen Kontrast besitzen wie die Vesikelmembran. 
Diese Filamente stellen wahrscheinlich offene Membranfragmente dar (Lambert et al. 1998). 
Danach blieb die Vesikelstruktur nach der Detergens- und der Proteinzugabe nicht bei allen 
Liposomen erhalten. Nach Rigaud et al. (1995) werden viele Membranproteine in Liposomen 
nur dann einseitig orientiert eingebaut, wenn die Vesikelstruktur der Liposomen nicht zerstört 
wird. Für den Einbau von Hydrogenase und Fumarat-Reduktase war der verwendete 
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Solubilisierungszustand der Liposomen dennoch geeignet, um eine einseitige Orientierung der 
Enzyme zu erhalten (Kapitel 4.1.2). Ein geringeres Dodecylmaltosid/Phospholipid-Verhältnis, 
bei dem die Vesikelstruktur der Liposomen vermutlich besser erhalten geblieben wäre, führte 
zum unvollständigen Einbau der Enzyme und wurde daher nicht verwendet.  
 
(1 g Phospholipid/l) nach Zusatz von Dodecylmaltosid (0,8 g/g Phospholipid) und Hydrogenase und Fumarat-
 Abb. 4.2 C und D sind die Proteoliposomen nach der Entfernung von Dodecylmaltosid 
dar
Abb. 4.3. TEM-Aufnahmen von Liposomen. (A) Schallliposomen (2 g Phospholipid/l). (B) Schallliposomen 
B A 
100 nm  100 nm 
C  D
100 nm  200 nm 
Reduktase, Pfeile kennzeichnen einige offene Membranfragmente (siehe Text). (C) und (D) wie (B) nach Deter-
gensentfernung durch Bio-Beads SM-2. Alle Proben wurden mit Vanadat negativ kontrastiert und bei 80 kV mit 
einer Vergrößerung von 28000x (A, B und D) bzw. 11000x (C) untersucht.  
 
In
gestellt. Die Präparation enthielt Vesikel unterschiedlicher Größen (30 bis 350 nm), die 
vorwiegend einschalig waren. Die Membran der Vesikel (hauptsächlich der kleineren bis etwa 
  27   Ergebnisse 
100  nm) war mit Partikeln besetzt, die in den Schallliposomen nicht beobachtet wurden. 
Partikel mit etwa gleicher Größe wurden auch von Unden et al. (1983) in Proteoliposomen 
gefunden, in denen Fumarat-Reduktase eingebaut war. Nach der Kristallstruktur ist die 
Fumarat-Reduktase ein Homodimer der jeweils drei Untereinheiten (FrdABC), dessen 
hydrophiler Kopf 13 nm breit ist und etwa 7,5 nm aus der Membran herausragt (Lancaster et 
al. 1999). Die Dimensionen der Hydrogenase sind nicht bekannt. Mit den TEM-Untersuchun-
gen kann die Größe der Partikel nicht genau bestimmt werden, in ihrer Größenordnung stim-
men sie aber mit der Größe der Fumarat-Reduktase überein. In den TEM-Aufnahmen sind 
keine zwei signifikant unterschiedlichen Partikelgrößen zu beobachten, d.  h. 
Hydrogenasemoleküle sind von Fumarat-Reduktasemolekülen hier nicht zu unterscheiden.  
 
4.1.4  Größe der Proteoliposomen 
t Hydrogenase und Fumarat-Reduktase wurde anhand 
ele
 Von einer 
 TEM bei 
Die Größe der Proteoliposomen mi
ktronenmikroskopischer Bilder bestimmt, die nach Negativ-Kontrastierung einer Proteo-
liposomenpräparation mit Vanadat mit dem Transmissionselektronenmikroskop aufgenommen 
wurden. Von insgesamt 600 Vesikeln wurde der äußere Durchmesser ausgemessen und die 
Häufigkeiten bestimmt (Abb. 4.4). Die Durchmesser der Vesikel variierten von etwa 30 bis 
350 nm. Am häufigsten waren Vesikel mit einem Durchmesser um 65 nm. Die Auswertung 
aller gemessenen Vesikel ergab einen mittleren äußeren Durchmesser von 88 ± 37 nm.  
Abb.  4.4. Häufigkeitsverteilung der Vesikeldurchmesser einer Proteoliposomenpräparation.



















100 200 300 
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11000facher Vergrößerung aufgenommen. Der äußere Durchmesser von insgesamt 600 Vesikeln wurde be-
stimmt und die Häufigkeit berechnet.  
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Tab.  4.2. Statistische Verteilung der Enzymmoleküle in den Proteoliposomen. Die Anzahl der Liposo-
me g Phospholipid errechnet sich aus der Gesamtfläche, die 1 g Phospholipid einnimmt, und der Oberfläche 
r 
n erhalten. Dazu wurden Proteoliposomen in Phosphatpuffer präpariert und das externe 
Phosphat vollständig durch Gelfiltration abgetrennt. Aus dem Phosphatgehalt, das in den 
Proteoliposomen eingeschlossen war, und der Phospholipidkonzentration wurde ein mittleres 
Innenvolumen von 3,5 ml/g Phospholipid berechnet. Mit der Annahme einer kugelförmigen 
Gestalt der Proteoliposomen errechnet sich wie in den Methoden beschrieben  aus dem Innen-
volumen ein mittlerer Innendurchmesser von 81 nm (Kapitel 3.10). Die Lipiddoppelschicht 
von Phosphatidylcholinvesikeln besitzt eine Dicke von 3,7 nm (Nagle und Tristram-Nagle 
2000). Somit ergibt sich ein mittlerer Außendurchmesser der Proteoliposomen von 88 nm. 
Proteoliposomen mit einem äußeren Durchmesser von 88 nm und der verwendeten Enzy
nge enthalten statistisch 8,4 Hydrogenasemoleküle und 72 Fumarat-Reduktasemoleküle in 
ihrer monomeren Form (Tab. 4.2). Die TEM-Untersuchungen zeigten, dass die Enzymmole-
küle hauptsächlich in Proteoliposomen mit einem Durchmesser von 30 bis 100 nm eingebaut 
waren (Kapitel 4.1.3). Aus Abb. 4.4 geht hervor, dass etwa 70 % der Vesikel in der Proteolipo-
somenpräparation diese Größe besitzen. Im Mittel verteilen sich dann 12 Hydrogenasemole-
küle und 103 Fumarat-Reduktasemoleküle auf Proteoliposomen mit einer mittleren Größe von 
65 nm, während die größeren Liposomen kein oder nur wenig Protein enthielten. Liposomen, 
in denen Protein eingebaut war, enthielten sowohl Hydrogenase als auch Fumarat-Reduktase, 
da alle aktiven Enzyme in dieser Proteoliposomenpräparation den Elektronentransport von H2 




2). Aus dem Flächenbedarf eines Phosphatidylcholinmoleküls von 0,7  nm
2 (Nagle und 
Tristram-Nagle 2000), dem Molekulargewicht des Phospholipids (800 g/mol) und unter Berücksichtigung des 
doppelschichtigen Aufbaus der Lipidmembran ergibt sich eine Gesamtfläche von 2,6·10
6 cm
2/g Phospholipid. Es 
wurden 0,14 µmol (8,4·10
16 Moleküle) Hydrogenase und 1,2 µmol (72·10
16 Moleküle) Fumarat-Reduktase pro 
g Phospholipid eingesetzt.  
 
mittlerer Durchmesse
(nm)  id Phospholip   g
Liposomen   Anzahl  
Liposom
Hyd   Moleküle
 
Liposom
Frd   Moleküle
 
88  1   ·10
16   8,4  72 
65 
1)  ) 12  103  0,7·10
16  2
kel mit einem
en Durc  besitz
1) berechnet aus den Häufigkeiten der Vesi  Durchmesser von 30 bis 100 nm 
2) unter Berücksichtigung, dass nur 70 % der Liposom  einen mittleren  hmesser von 65 nm en 
4.1.5  Enzymaktivitäten vor und nach Einbau der Proteine in die Liposomen 
Um eine möglichst hohe Elektronentransportaktivität von H2 zu Fumarat in den Proteolipo-
somenpräparationen zu erhalten, sollten Hydrogenase und Fumarat-Reduktase ohne Verlust 
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ihrer Enzymaktivitäten in die Liposomen eingebaut werden. Für den Einbau der Proteine 
wu
is
 kein Phospholipid und 
Pro
-1
ensuspension vor Detergensentfernung enthielt 0,8 g Dodecylmaltosid, 0,02 g Hydrogenase und  
0,18 g Fumarat-Reduktase pro g Phospholipid und wurde eine Stunde bei Raumtemperatur gerührt. Dodecyl-
ma sid wurde durch Zusatz von 0,24 g Bio-Beads SM-2/g Phospholipid und einer Stunde Rühren (Raumtem-
peratur) entfernt.  
rden die isolierten Enzyme in eine Liposomensuspension, die Dodecylmaltosid enthielt, 
gegeben und eine Stunde bei Raumtemperatur unter N2-Atmosphäre gerührt. Die mit den 
isolierten Enzympräparationen gemessene spezifische Aktivitäten der Hydrogenase 
(H2→DMN, 300  U/mg  Protein) und der Fumarat-Reduktase (DMNH2→Fumarat, 
23 U/mg Protein) blieb während dieser Zeit erhalten (nicht gezeigt). 
Anschließend wurde das Detergens aus dem Phospholipid/Dodecylmaltosid/Protein-
Gem ch durch Zugabe von Bio-Beads SM-2 und einer Stunde Rühren wieder entfernt. Die 
Bedingungen wurden so gewählt, dass alles Dodecylmaltosid aber
tein adsorbiert wird (Lambert et al. 1998, Geisler 1993). Die Enzymaktivität der Fumarat-
Reduktase (DMNH2→Fumarat) blieb auch nach der Behandlung mit Bio-Beads SM-2 erhal-
ten (Tab  4.3). Die Hydrogenase-Aktivität (H2→DMN) wurde durch den Membraneinbau 
leicht stimuliert. Elektronentransport von H2 zu Fumarat fand erst statt, wenn das 
Dodecylmaltosid entfernt war. Aus der Elektronentransportaktivität (H2→Fumarat) wurde die 
Wechselzahl von Fumarat-Reduktase und Hydrogenase im Elektronentransport zu 36 s
-1 bzw. 
310 s  berechnet, sie entsprach etwa 10% der Werte in den Bakterien. Die 
Elektronentransportaktivität wurde nicht durch den Menachinongehalt der Proteoliposomen-
membran limitiert. Menachinon wurde in sättigender Konzentration eingebaut 
(10 µmol/g Phospholipid, Unden und Kröger 1986). Der Menachinongehalt der Proteoliposo-
men wurde durch Extraktion und Messung der extrahierten Menachinonmenge bestätigt (nicht 
gezeigt).   
 




  H2→DMN DMNH2→Fumarat H2→Fumarat 
 (U/mg  Phospholipid) 
vor Detergensentfernung  6,0  4,1  ≤ 0,05 
nach Detergensentfernung  6,5  4,1    2,6 
 
ochrom b  
ie membranständige Untereinheit der Hydrogenase (HydC) ist ein Dihäm-Cytochrom b. 
Beide Hämgruppen werden im isolierten Enzym durch H2 reduziert (Groß et al. 1998). Wenn 
Hydrogenase und Fumarat-Reduktase gemeinsam in der Liposomenmembran eingebaut sind, 
sollte auch das Dihäm-Cytochrom  b der Fumarat-Reduktase (FrdC) durch H2 reduziert 
4.1.6  Reduktion von Cyt
D
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werden, da die Elektronen von HydC über das in der Liposomenmembran enthaltene Mena-
ch
ol Häm b/g Phospholipid, Spektrum 2). 
Na
Abb. 4.5.  Cytochrom b-Differenzspektren einer Proteoliposomenpräparation. Die Proteoliposomen ent-
hielten Hydrogenase, Menachinon und Fumarat-Reduktase. Die Differenzspektren (reduziert minus oxidiert) 
wurden aufgenommen wie unter Methoden beschrieben. Spektrum 1: Die Proteoliposomensuspension (1 g Phos-
pholipid/l) wurde in einer Küvette alternierend evakuiert und mit H2 begast. Spektrum 2: Proteoliposomen-
suspension von Spektrum 1 nach Zugabe von Natriumdithionit. Spektrum 3: wie Spektrum 1, aber in Gegenwart 
von 0,8 g Dodecylmaltosid/g Phospholipid.  
 
inon auf FrdC übertragen werden können. Wenn alle Moleküle der Fumarat-Reduktase am 
Elektronentransport der Liposomen beteiligt sind, sollte sich alles in den Proteoliposomen 
vorhandene Cytochrom b durch H2 reduzieren lassen. Die Menge des reduzierten Cytoch-
rom b läßt sich aus dem Differenzspektrum (reduziert minus oxidiert) der Proteoliposomen-
suspension errechnen (Kröger und Innerhofer 1976).  
Für die in Abb.  4.5 dargestellten Differenzspektren wurden Hydrogenase und Fumarat-
Reduktase in Liposomen mit Menachinon eingebaut. Nach Sättigung der Proteoliposomen-
suspension mit H2 wurden 2,6 µmol Häm b/g Phospholipid reduziert (Spektrum 1). Das ent-
sprach 96 % des gesamten in der Präparation enthaltenem Häm b, das durch anschließende 
Zugabe von Natriumdithionit bestimmt wurde (2,7 µm
triumdithionit reduziert beide Häm-Gruppen der Hydrogenase und der Fumarat-Reduktase. 
Der Häm b-Anteil der Hydrogenase in den Proteoliposomen wurde durch Reduktion mit H2 
vor Entfernen des Dodecylmaltosids zu 0,27 µmol Häm b/g  Phospholipid bestimmt (Spek-
trum 3). In Gegenwart des verwendeten Dodecylmaltosid/Phospholipid-Verhältnisses können 
nur die Hämgruppen der Hydrogenase durch H2 reduziert werden, da kein Elektronentransport 
von H2 zu Fumarat statt findet (Kapitel 4.1.5), d. h. die Elektronen konnten nicht von HydC 
auf FrdC übertragen werden.  
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Aus den Häm b-Bestimmungen geht hervor, dass annähernd alle in der Proteoliposomen-
präparation enthaltenen Hämgruppen der Fumarat-Reduktase (insgesamt 2,4  µmol Häm b/ 
g Phospholipid) durch H2 reduziert wurden. Daraus ist zu schließen, dass fast alle Vesikel, in 
denen Fumarat-Reduktase eingebaut war, auch Hydrogenase enthielten. Lediglich 4 % der 
eingesetzten Fumarat-Reduktasemoleküle waren entweder in Proteoliposomen ohne Hydroge-
nase oder überhaupt nicht eingebaut. Der Anteil nicht eingebauter oder ohne Fumarat-Reduk-
tase eingebauter Hydrogenasemoleküle kann mit dem Experiment von Abb.  4.5 nicht 
bestimmt werden, da die Hämgruppen aller Hydrogenasemoleküle durch H2 reduziert werden.  
Da Fumarat-Reduktase und Hydrogenase zwei Häm  b-Moleküle pro FrdC bzw. HydC 
(Unden und Kröger 1981, Groß et al. 1998b) besitzen, enthielt die Proteoliposomenpräpara-
tion 1,2 µmol Fumarat-Reduktase und 0,14 µmol Hydrogenase pro g Phospholipid. Das ent-
sprach etwa der eingesetzten Proteinmenge von 0,18  g isolierter Fumarat-Reduktase 
(1,3 µmol mit Mr = 135 kDa) se  (0,16 µmol mit Mr = 124 kDa)  pro 
g Phospholipid. Das molare Verhältnis der Enzyme in den Proteoliposomen war ähnlich dem 
4.1.7  Gelfiltration der Proteoliposomen 
Der vollständige Einbau aller eingesetzten Hydrogenase- und Fumarat-Reduktasemoleküle 
in 
etrennt eingebauten Hydrogenase- bzw. 
Fumarat-Reduktasemolekülen. 
  und  0,02 g  Hydrogena
der Bakterienmembran (Unden et al. 1983). Der Enzymgehalt bezogen auf Phospholipid war 
etwa sechsmal höher als in der Bakterienmembran.  
 
in die Liposomenmembran wurde durch Gelfiltration der Proteoliposomen geprüft. 
Proteoliposomen mit Hydrogenase und Fumarat-Reduktase wurden über eine Sephacryl 
S-1000 SF Säule filtriert und das Eluat fraktioniert aufgefangen. In den einzelnen Fraktionen 
wurden die Elektronentransportaktivität (H2→Fumarat), Hydrogenase- (H2→DMN) und 
Fumarat-Reduktase-Aktivität (DMNH2→Fumarat) sowie der Phospholipidgehalt bestimmt 
(Abb.  4.6  A). Die gesamte auf die Säule aufgetragene Phospholipidmenge wurde in den 
Fraktionen 4 bis 12 wiedergefunden. Hydrogenase- und Fumarat-Reduktase-Aktivität wurde 
allen Fraktionen gefunden, die auch Phospholipid enthielten. Die Summe der Hydrogenase- 
bzw. Fumarat-Reduktase-Aktivität der einzelnen Fraktionen entsprach den aufgetragenen 
Gesamtaktivitäten. Gelfiltration isolierter Hydrogenase und Fumarat-Reduktase unter den 
gleichen Bedingungen zeigte, dass die „freien“ Enzyme erst ab Fraktion 15 eluierten (nicht 
gezeigt). Daraus ist zu schließen, dass alle Hydrogenase- und Fumarat-Reduktasemoleküle in 
der Liposomenmembran eingebaut waren. Elektronentransport von H2 zu Fumarat wurde nur 
in den Fraktionen 5 bis 11 gemessen, aber nicht in Fraktion 4 und 12. Möglicherweise enthiel-
ten diese beiden Fraktionen Proteoliposomen mit g
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▲  H2→DMN  
◆  DMNH2→Fumarat 
■  H2→Fumarat 
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Abb. 4.6. Gelfiltration von Proteoliposomen. 0,2 ml der Proteoliposomenpräparation (0,2 mg Phospholipid) 
wurden über eine Sephacryl S-1000  SF Säule filtriert und in Fraktionen à 0,2  ml aufgefangen. Die 
Proteoliposomen enthielten Hydrogenase (H2→DMN-Aktivität: 6,5  U/mg  Phospholipid), Menachinon und 
Fumarat-Reduktase (DMNH2→Fumarat-Aktivität: 4,1 U/mg Phospholipid). Die Elektronentransportaktivität von 
H2 zu Fumarat in der Präparation war 2,4  U/mg  Phospholipid. Aus den Aktivitäten und den Phospholipid-
Konzentrationen einer Fraktion, wurden die in B dargestellten spezifischen Aktivitäten pro mg Phospholipid 
berechnet. 
 
In Abb. 4.6 B sind die Enzymaktivitäten bezogen auf die Phospholipidmenge der jewei-
ligen Fraktion dargestellt. Die Hydrogenase- und Fumarat-Reduktase-Aktivität pro Phospholi-
pidmenge war teilweise in den Fraktionen 4 bis 8 nur die Hälfte von denen in den Fraktionen 
9 bis 11. Mit der durchgeführten Gelfiltration können Proteoliposomen unterschiedlicher 
Größe zumindest teilweise getrennt werden. Größere Proteoliposomen eluierten zuerst und 
enthielten danach weniger Protein pro Phospholipid als kleinere. Die Untersuchungen mit 
dem Transmissionselektronenmikroskop zeigten bereits, dass größere Proteoliposomen mit 
einem Durchmesser um 200  nm nur wenig Protein und kleinere (bis etwa 100  nm) viel 
Protein enthielten (Kapitel 4.1.3).  
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4.1.8 Protonenpermeabilität  der Proteoliposomenmembran 
In dieser Arbeit soll untersucht werden, 
t ein ∆
ob während des Elektronentransports von H2 zu 
Fumara p über der Proteoliposomenmembran entsteht. Für die Bestimmung von ∆p muß 
die Membran möglichst undurchlässig für Protonen sein, d. h. die Geschwindigkeit der Proto-
nentranslokation durch den Elektronentransport muß schneller sein als der entgegengesetzte 
„Leckfluß“ der Protonen durch die Membran. Daher wurde der Protonenpermeabilitätskoeffi-
zient (PH) der Proteoliposomenmembran, die Hydrogenase, Menachinon und Fumarat-Reduk-
tase enthielt, bestimmt. PH berechnet sich nach Gleichung (7) aus dem Protonenfluß über die 
Membranoberfläche (JH), dessen Größe von der Differenz der internen und externen 
Protonenkonzentration   abhängt. Wenn eine Protonenkonzentrationsdifferenz 
über der Liposomenmembran induziert wird, kann JH aus der Geschwindigkeit der internen 








-1) nach Gleichung (8) bestimmt werden.  
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vorliegen. Bei pH < 5 sind alle Pyraninmoleküle protoniert und die Fluoreszenzintensität ist 
minimal (Flmin). Das Verhältnis von deprotonierten und protonierten Pyraninmolekülen 
([A
Um dpHi/dt messen zu können, wurden die Proteoliposomen in Gegenwart des 
fluoreszierenden pH-Indikators Pyranin präpariert, das dadurch in die Proteoliposomen einge-
schlossen wurde. Externes Pyranin wurde anschließend durch Gelfiltration entfernt. Pyranin 
fluoresziert maximal (Fl ) bei einem pH  >  10, wenn alle Pyraninmoleküle deprotoniert 
-]/[HA]) hängt nach Gleichung (9) von der beobachteten Fluoreszenz (Fl) ab. Aus 
[A
-]/[HA] ergibt sich der interne pH nach Gleichung (10). Der pK-Wert für Pyranin wurde 
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In Abb. 4.7 ist die zeitliche Fluoreszenzänderung von Proteoliposomen mit eingeschlosse-
nem Pyranin dargestellt, wenn der pH des externen Puffers sprunghaft erhöht wurde. Die 
Proteoliposomen waren zunächst in Puffer inkubiert, dessen pH dem internen entsprach. Der 
Puffer enthielt Valinomycin und K
+, um eine Polarisierung der Membran durch den Protonen-
fluß zu verhindern. Zum Zeitpunkt t0 fluoresziert das in den Liposomen eingeschlossene und 
das nicht abgetrennte externe Pyraninanion ) Fl (Fl i I e I + . Nach pH-Erhöhung des externen 
Puffers durch Zugabe von NaOH nahm zunächst die Fluoreszenzintensität zeitlich nicht 
auflösbar zu  ) (Fl e II . Diese Fluoreszenzänderung ist abhängig von der schnellen Deprotonie-
rung des restlichen externen Pyranins, das nicht vollständig durch die Gelfiltration abgetrennt 
werden konnte. Die Fluoreszenzintensität des eingeschlossenen Pyranins erhöhte sich an-
schließend mit langsamerer Geschwindigkeit, die durch Zugabe eines Protonophors (FCCP) 
beschleunigt wurde, bis der interne pH dem externem entsprach  ) (Fl i II . Nach erneuter 
NaOH-Zugabe nahm die Fluoreszenz um  e III Fl Fl + zu und war maximal (Fl ). Die mini- i III max
male Fluoreszenzintensität des Pyranins (Flmin) wurde nach HCl-Zugabe bestimmt.  
 
Abb. 4.7. Pyranin-Fluoreszenzänderung einer Proteoliposomensuspension nach pH-Sprung. Pyranin wurde 
in Proteoliposomen eingeschlossen,  die Hydrogenase, Menachinon und Fumarat-Reduktase enthielten. Die 
Proteoliposomen (1 g Phospholipid/l) wurde i-
nomycin (0,5 µmol/g Phospholipid) inkubie  
NaOH erhöht. Die Fluoreszenzänderung wurde mit FCCP (20 µmol/g Phospholipid) beschleunigt. Die maximale 
Fluoreszenzintensität (Flmax) wurde nach zweiter Zugabe von 32 mM NaOH (pH > 10) erreicht und die minimale 
(Flmin) nach Zugabe von 0,3 M HCl (pH < 5). Die einzelnen Fluoreszenzintensitäten sind im Text erklärt.  
 
n in Hepes-Puffer (50 mM, pH 7,5; 25°C) in Gegenwart von Val
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Aus den gemessenen Fluoreszenzintensitäten (Fl) wurde mit Flmax und Flmin der pHi für alle 
Zeitpunkte (t) nach Gleichung (10) berechnet. Bei der Berechnung wurde der Fluoreszenzan-
teil des externen Pyranins  ) Fl   , Fl   , (Fl e III e II e I  berücksichtigt und wie bei Geisler (1993) 
dargestellt abgezogen. Aus pH wurde die zeitabhängige interne pH-Änderung (dpH/dt) und 
die zur Zeit t anliegende Protonenkonzentrationsdifferenz  ) C (C e H i H −  nach dem ersten pH-
Gleichung (7) der Protonenpermeabilitätskoffizient (P ) zu 8,1·10
-3 cm·s
-1 bestimmt.  
liposomen, die Menachinon enthielten, bestimmt. Die Schallliposomenmembran war fast 
10
4fach weniger durchlässig für Protonen (P  = 1,1·10
-6 cm·s
-1) als die Proteoliposomenmem-
bran. Anscheinend nimmt die Protonenpermeabilität durch den Einbau der großen Protein-
menge (0,2  g  Protein/g  Phospholipid) stark zu. Die Protonenpermeabilität kann weiterhin 
durch nicht vollständig entferntes D
Proteoliposomenpräparation eingebracht wurde. Die Präparationsbedingungen wurde
i i
Sprung berechnet. Aus den erhaltenen Größen wurde für die Proteoliposomenmembran mit 
H
Wie für die Proteoliposomen dargestellt wurde auch die Protonenpermeabilität von Schall-
H
etergens erhöht werden, das während der   
n aber so 
gewählt, dass alles Detergens vollständig wieder entfernt sein sollte (Lambert et al. 1998).   
Aus PH = 8,1·10
-3 cm·s
-1 für die Proteoliposomenmembran kann nach der Nernst-Planck-
Gleichung (Gleichung 11) der „Leckfluß“ der Protonen rend  lektrochemischen 
Protonenpotentials (∆p) berechnet werden. Entsteht während des Elektronentransports von H2 
zu Fumarat ein Potential über der Proteolipo embran von ∆ψ = -0,16 V (in ga-
tiv) und kein ∆pH wie für Bakterien gezeigt (Mell et al. 1986), fließen bei pH 7,5 Protonen 




-1 nach innen.  
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Die Proteoliposomen katalysierten den Elektronentransport von H2 zu Fumarat mit 
2,6 U/mg Phospholipid. Wenn der H
+/e
- - Quotient für die Fumarat-Atmung 1 beträgt wie in 









-1 von innen nach außen transloziert. Die Protonen werden danach 
20mal schneller außen freigesetzt als sie durch den „Leckfluß“ wieder nach innen fließen. 
Durch den „Leckfluß“ sollte das ∆p nur unwesentlich verkleinert werden.  
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4.2
tonenpotential (∆
 Bestimmung  von  ∆ψ 
Das elektrochemische Pro p) über einer Membran setzt sich aus dem 
transmembranen elektrischen Protonenpotential (∆ψ) und dem transmembranen Protonengra-
dienten (∆pH) zusammen (Gleichung 12). 
 
RT
∆pH 2,3 ∆ψ ∆p − =
F
 
Die Bestimmung von ∆ψ erfolgte anhand der Verteilung lipophiler Ionen über der 
Proteoliposomenmembran. Lipophile Ionen wie Tetraphenylphosphonium (TPP
+) oder 
Tetraphenylboranat (TPB
-) können die Membran permeieren und verteilen sich in Abhängig-
keit von ∆ψ nach der Nernst-Gleichung (Gleichung 13 und 14; 
+
i T , 
−




e T,   −
e T , externe TPP
+- bzw. TPB
--Konzentration). Das Vorzeichen vo
        ( 1 2 )  
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ln ∆ψ    ⋅ =
F
       ( 1 4 )  
 
4.2.1  Verteilung von lipophilen Ionen über der Proteoliposomenmembran 
Für das in Abb. 4.8 A dargestellte Experiment waren Hydrogenase und Fumarat-Reduktase 
in Liposomen mit Menachinon so eingebaut, dass die Substratzentren beider Enzyme nach 
außen orientiert waren. Nach Inkubation der Proteoliposomensuspension unter H -gesättigten 
Bedingungen wurde TPP TPP -Konzentration mit einer TPP -
selektiven Elektrode registriert. Nach Start des Elektronentransports durch Zugabe von Fuma-
rat wurde fast das gesamte externe TPP  von den Proteoliposomen aufgenommen und erst 
nach Verbrauch des Fumarats wieder in das Medium freigesetzt. Die TPP -Aufnahme konnte 
durch eine zweite Fumaratzugabe erneut gestartet werden. In Gegenwart eines Protonophors 
(FCCP) oder eines Kaliumionophors (0,5 µmol Valinomycin/g Phospholipid, nicht gezeigt) 
fand keine TPP
+-Aufnahme mehr statt. Die Geschwindigkeit der Fumarat-Reduktion durch H2 
in Gegenwart von FCCP oder Valinomycin wurde photometrisch bestimmt und war gleich der 
in Abwesenheit von Entkoppler. Während der Reduktion von DMN durch H2 wurde ebenfalls 
2
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fast alles externe TPP
+ von den Proteoliposomen aufgenommen (Abb. 4.8 B). Die TPP
+-Auf-
nahme während der DMN-Reduktion wurde wie für die Fumarat-Reduktion dargestellt in 
Ge
enmembran entstand.  
transports von H2 zu Fumarat (A) oder DMN (B). Die Proteoliposomen enthielten Hydrogenase, Menachinon 
und Fumarat-Reduktase und wurden in H2-gesättigtem Puffer (50 mM Hepes; pH 7,5; 25°C) suspendiert (0,4 g 
Phospholipid/l). Die TPP
+-Elektrode wurde durch Zugabe von 3 mal 1 µM TPP
+ kalibriert. Der Elektronentrans-
port wurde durch Zugabe von Fumarat (A) bzw. DMN (B) gestartet. FCCP wurde mit einer Konzentration von 
20 µmol/g Phospholipid zugegeben. Geöffnete Pfeile kennzeichnen den Zeitpunkt der TPP
+-Zugabe, geschlos-
e
genwart von FCCP oder Valinomycin verhindert (nicht gezeigt). Aus dem Experiment ist 
zu schließen, dass durch den Elektronentransport von H2 zu Fumarat und von H2 zu DMN ein 
∆ψ (innen negativ) über der Proteoliposom
 

































FCCP 1 mM 
tration in einer Proteoliposomensuspension während des Elektronen
sene Pfl ile den der Substrat- oder FCCP-Zugabe.  
 
Zur Bestimmung der Größe von ∆ψ, wurde die interne TPP
+-Konzentration (Ti) aus der 
maximal aufgenommenen TPP
+-Menge (Ts) nach der Methode von Zaritsky et al. (1981) 
berechnet (Gleichung 15). Diese Methode berücksichtigt, dass ein Teil des aufgenommenen 
TPP
+ ∆ψ-unabhängig aber abhängig von Ti und der externen TPP
+-Konzentration (Te) an die 
Proteoliposomenmembran gebunden wird. Die Bindungskonstante (KT) von TPP
+ für die 
Proteoliposomenmembran wurde wie in den Methoden beschrieben zu 53 ml/g Phospholipid 
bestimmt. Das Innenvolumen der Proteoliposomen (Vi) wurde zuvor zu 3,5 ml/g Phospholipid 
bestimmt (Kapitel 4.1.4). Die interne TPP
+-Konzentration (Ti)n+1 wurde durch Iteration mit 
einem angenommenen Wert für (Ti)1 berechnet, bis (Ti)n+1 gleich (Ti)n war.  
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Ti entsprach 33% von Ts, das während der Fumarat-Atmung 
      ( 1 5 )  
 
mit H2 von den Proteolipo-
somen aufgenommen wurde. Aus Ti und dem im Medium verbleibendem Te wurde nach 
Gleichung (13) ∆ψ berechnet. Während der Fumarat-Atmung mit H2 entstand ein ∆ψ von 
-191 mV über der Proteoliposomenmembran (Tab. 4.4). Für den Elektronentransport von H2 
zu DMN wurde mit den gleichen Proteoliposomen ein ∆ψ von -193  mt. Proteolipo-
som  die nur Hydrogenase und Menachinon enthielten, erzeugten ein ∆ψ gleicher Größe 
und Richtung während der DMN-Reduktion durch H2 wie die Proteoliposomen, die beide 
yme enthielten.  
. 4.4. TPP
+-Aufnahme der Proteoliposomen während des Elektronentransports. Die Proteoliposomen 
ielten Hydrogenase (Formiat-Dehydrogenase), Menachinon und Fumarat-Reduktase. Die von den Proteoli-
 maximal aufgenommene TPP
+-Menge (Ts) während der Reduktion der angegebenen Elektronen-
en durch die entsprechenden Elektronendonoren wurde wie in Abb. 4.8 dargestellt gemessen. Wenn 
iat (1 mM) oder DMNH2 (1 mM) als Elektronendonor verwendet wurde, war die Proteoliposomensuspen-
 mit N2 statt H2 gesättigt. Die interne TPP
+-Konzentration (Ti) wurde nach Gleichung (15) berechnet. ∆ψ 
de aus Ti und der entsprechenden externen TPP
+-Konzentration (Te) nach Gleichung (13) berechnet.  
 














   U/mg  Phospholipid  µmol/g Phospholipid (µM) (µM)  (mV) 
H2 Fumarat  2,6  7,1  666  0,39  -191 
H2 DMN  6,5  4,8  456  0,25  -193 
Formiat Fumarat  1,4  3,4  240  1,7  -127 
Formiat DMN  3,6  2,4  171  1,2  -129 
DMNH2 Fumarat  4,1  keine  TPP
+-Aufnahme 
 
Die Fumarat-Atmung mit Formiat als Elektronendonor erzeugte kein ∆ψ in Proteoliposo-
men, wenn die Formiat-Dehydrogenase statt Hydrogenase nach der gleichen Methode einge-
baut wurde. Für die gekoppelte Rekonstitution der Fumarat-Atmung mit Formiat wurde eine 
alternative Präparationsmethode („Frieren/Tauen“-Methode, siehe Kapitel 3.6.2) gefunden, 
mit der Formiat-Dehydrogenase, Menachinon und Fumarat-Reduktase in Liposomen einge-
baut wurde. Diese Proteoliposomen erzeugten während des Elektronentransports von Formiat 
zu Fumarat bzw. DMN ein ∆ψ von -127 mV bzw. -129 mV (Tab. 4.4).   
Die Oxidation von DMNH2 durch Fumarat war nicht mit der Aufnahme von TPP
+ gekop-
pelt (Tab.  4.4). Das wurde mit Proteoliposomen getestet, die Hydrogenase (Formiat-
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Dehydrogenase) und Fumarat-Reduktase oder nur Fumarat-Reduktase enthielten. Wenn die 
Menachinol-Oxidation durch Fumarat ein elektrogener Prozeß ist, sollte in den Proteoliposo-
me  ein innen postives ∆ψ während der DMNH2-Oxidation durch Fumarat entstehen 
(Abb. 2.2 D).  
Experiment aber mit der TPB -Elektrode durchgeführt. Die Proteoliposomensuspension wurde 
unter N -gesättigten Bedingungen inkubiert und anschließend schrittweise TPB  zugegeben 
(3 x 1  M). Nach Zugabe von Fumarat und DMNH  (jeweils 1 mM) fand keine Änderung der 
externen TPB -Konzentration statt, d.  h. die Proteoliposomen akkumulierten kein TPB  
während der Reaktion. Das gleiche Ergebnis wurde erhalten, wenn die Proteoliposomen nur 
Fumarat-Reduktase und Menachinon enthielten. Die DMNH2-Oxidation durch Fumarat war 
Die Zellmembran von W. succinogenes, die mit H2 oder Formiat als Elektronendonor und 
t a nenakz mehrt wurden, enthält außer Menachinon noch 
ethylmen chinon in g e
Fernandez 1984). Die Methylgruppe im aromatischen Ring von Methylmenachinon sitzt an 
ition 5  Abb.  4.9). Beide Chinone besitzen 6 Isoprenreste in der Seitenkette. 
achino ethylmenachinon wurden aus der Bakterienmembran von W in  
t u atographisch voneinander getrennt. Es sollte untersucht werden, ob die 
∆ψ-Entstehung während der Fumarat-Atmung von der Art des in die Proteoliposomen einge-
bauten Chinons abhängt. Außer den in W. succinogenes enthaltenen Chinonen wurden 
2 in K1 getestet, die nur jeweils 4 Isoprenreste in der Seitenkette besitzen 
und bei Vitamin K1 zum Teil hydriert sind (Abb. 4.9).  
„Restaktivität“ in den 
Proteoliposomen ohne Chinon und auch in denen mit Methylmenachinon ist auf die geringe 
Me
n
Die Entstehung von ∆ψ  >  0 wurde anhand der Aufnahme von TPB
- überprüft. Dazu 
wurden Proteoliposomen mit Fumarat-Reduktase und Hydrogenase präpariert wie für 
Abb. 4.8 beschrieben. Die TPB






danach nicht mit der Entstehung von ∆ψ > 0 gekoppelt.  
 
4.2.2  ∆ψ in Abhängigkeit des eingebauten Chinons 
Fumara ls Elektro eptor ver
M a leichen Mengen von  twa je 3 µmol pro g Phospholipid (Collins und 
Pos oder 8 (
Men n und M . succ ogenes
extrahier nd chrom
Vitamin K  und Vitam
Zur Bestimmung der Chinonabhängigkeit wurden Hydrogenase und Fumarat-Reduktase in 
Schallliposomen eingebaut, die jeweils eines der zu testenden Chinone oder kein Chinon ent-
hielten, und die Aktivität des Elektronentransports von H2 zu Fumarat bestimmt (Tab. 4.5). 
Proteoliposomen, die Menachinon, Vitamin K2 oder Vitamin K1 enthielten, katalysierten die 
Fumarat-Reduktion mit H2 um eine Größenordnung schneller als Proteoliposomen, die 
Methylmenachinon enthielten. Die Aktivität in den Methylmenachinon-Proteoliposomen ent-
sprach der, die mit Proteoliposomen ohne Chinon gemessen wurde. Die 
nachinonmenge zurückzuführen, die in den Enzympräparationen enthalten war. Die Mena-
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chinonkonzentration wurde nach Extraktion aus den Proteoliposomen bestimmt und betrug 
0,1 µmol Menachinon/g Phospholipid.  
 
Abb. 4.9. Strukturformeln der verwendeten Chinone. Die zweite Methylgruppe des Methylmenachinon von 
W. succinogenes sitzt in Position 5 oder 8.  
 
∆ψ wurde anhand der TPP -Aufnahme wie zuvor beschrieben bestimmt und entstand 
während der Fumarat-Reduktion mit H2 nur in den Proteoliposomen, die das aus 
W. succinogenes extrahierte Menachinon oder Vitamin K2 enthielten (Tab. 4.5). In Proteolipo-
somen mit Vitamin K1 dagegen war der Elektronentransport nicht mit der Entstehung von ∆ψ 
gekoppelt. Wie aus den Elektronentransportaktivitäten zu erwarten, wurde kein TPP  von den 
Proteoliposomen mit Methylmenachinon oder ohne C
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DMN (2,3-Dimethyl-1,4-naphthochinon) 
Vitamin K1 (2-Methyl-3-phytyl-1,4-naphthochinon) 
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Methylmenachinon aus W. succinogenes 
Menachinon aus W. succinogenes, n = 6 




hinon aufgenommen, wenn sie mit H2 
und Fumarat versetzt wurden. Die DMN-Reduktion mit H  war nur mit der Entstehung von 
∆ψ gekoppelt, wenn Menachinon, Methylmenachinon oder Vitamin K  in die Proteoliposo-





Proteoliposomen die Reduktion von DMN durch H2, es wurde aber kein   erzeugt.  
Menachinon konnte als Elektronenüberträger in der gekoppelten Fumarat-Atmung nur 
durch Vitamin K2 ersetzt werden. Methylmenachinon ist vermutlich nicht in der Fumarat-
Atmung involviert, sondern dient als Elektronenmediator für die Polysulfid-Atmung von 
W. succinogenes (siehe Diskussion).  
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Tab. 4.5. Enzymaktivitäten und ∆ψ von Proteoliposomen mit verschiedenen Chinonen. Schallliposomen 
wurden mit verschiedenen Chinonen bzw. ohne 
Reduktase eingebaut. ∆ψ wurde anhand der TPP
Chinon hergestellt und anschließend Hydrogenase und Fumarat-
+-Aufnahme der Proteoliposomen während des Elektronentrans-
por  bestimmt. Menachinon und Methylmenachinon wurden aus Zellen von W. succinogenes isoliert und mit 
einer Konzentration von 10  µmol/g  Phospholipid eingesetzt. Vitamin K1 und Vitamin K2 wurden mit 
20 µmol/g Phospholipid in die Liposomen eingebaut.  
 
Chinon A  ∆ ψ  
ts
ktivität 
 (U   Phospholipid)    (mV) 
  H2 → Fumarat  H2 → DMN   H2 → Fumarat  H2 → DMN
/mg
ohne   0,08  0  3,3    0 
Menachinon 1,1  4,8    -172  -178 
Methylmenachinon 0,07  4,3    0  -179 
Vitamin K2 0,85 
Vitamin K1 1,0    0  0 




4.3  Bestimmung der H
+/e
--Quotienten 
Die H /e -Quotienten der zu untersuchenden Reaktionen (a-e) wurden mit Proteoliposomen 





t ein Mol H
+ pro Mol TAME (Sarti et al. 1985). Die 
ma imale Extinktionsabnahme nach DMN-Zugabe entsprach danach der Freisetzung von 
15,6 µM H
+. Aus den freigesetzten Protonen und dem zugegebenen DMN wurde in diesem 
+ -
hrend des Elektronentransports wurde anhand der Extinktionsänderung von Phenolrot bei 
550 nm mit einem Stopped-Flow-Photometer bestimmt (Kannt et al. 1998). Um eine pH-
Änderung messen zu können, wurden die Proteoliposomen in Puffer mit niedriger 
Pufferkapazität (50 µM Hepes, 45 mM KCl und 50 mM Sucrose; pH 7,30) suspendiert und 
die Entstehung von ∆ψ durch Zugabe von Valinomycin (0,5 µmol/g Phospholipid) verhindert. 
Die zugegebene Valinomycinmenge wurde so gewählt, dass kein TPP
+ während der Reduk-
tion von DMN bzw. Fumarat durch H2 aufgenommen wird (Kapitel 4.2.1).   
Im Experiment von Abb. 4.10 wurden Hydrogenase, Menachinon und Fumarat-Reduktase 
in Liposomen eingebaut und in H -gesättigten Puffer suspendiert. Nach Behandlung mit 
Valinomycin und Zugabe von Phenolrot wurde der Elektronentransport durch Zugabe
ngen DMN (hier 7,8 µM) gestartet und eine Extinktionsabnahme registriert (Abb. 4.10, 
Kurve  1). Die Extinktionsänderung von Phenolrot wurde durch die tryptische Hydrolyse 
bekannter Mengen N-α-Tosyl-L-arginyl-O-methylester (TAME) kalibriert (Abb.  4.10, 
Kurve 4). Bei dieser Reaktion entsteh
x
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Experiment ein H
+/e
--Quotient von 1,0 bestimmt. Eine Protonenfreisetzung wurde nicht 
beobachtet, wenn die Proteoliposomen vorher mit einem Protonophor (FCCP) behandelt 
waren (Abb. 4.10, Kurve 2). Nach Zugabe von DMNH2 und Fumarat zu den Proteoliposomen 
unter N2-gesättigten Bedingungen, wurden weder Protonenfreisetzung noch Protonenauf-
nahme beobachtet (Abb. 4.10, Kurve 3). Proteoliposomen, die nur Fumarat-Reduktase und 
non enthielten, zeigten eb ne Protonen wegung währe er Fumarat-
eduktion durch DMNH2 (nic
 
Fumarat. Die Proteoliposomen enthielten Hydrogenase, Menachinon und Fumarat-Reduktase und wurden für 
 Proteoliposomen-
suspensi e 0,2 mM DMNH  enthielt. Kurve 4: Kalibrierung der Extinktionsänderungen von Phenolrot durch 
Zu
Menachi enfalls kei be nd d
R ht gezeigt). 
0
Abb. 4.10. Protonenbewegung während der DMN-Reduktion durch H2 und der DMNH2-Oxidation durch 
die Messungen vorbereitet wie unter Methoden beschrieben. Die Extinktionsänderung von Phenolrot wurde mit 
dem Stopped-Flow-Photometer bei 550  nm registriert. Kurve  1: Zugabe von DMN (7,8  µM) zu der H2-
gesättigten Proteoliposomensuspension (0,9 g Phospholipid/l). Kurve 2: wie Kurve 1 in Gegenwart von FCCP 











































--Quotient der Fumarat-Reduktion durch H2 wurde mit Proteoliposomen 
bestimmt, die Hydrogenase, Menachinon und Fumarat-Reduktase enthielten und wie oben 
beschrieben behandelt waren. Die Reaktion wurde durch Zugabe von Fumarat statt DMN 
gestartet und die Protonenfreisetzung aus der Extinktionsänderung wie für Abb.  4.10 
beschrieben bestimmt (Abb. 4.11, Kurve 1). Der Fumarat-Verbrauch wurde aus der Extink-
tionsabnahme bei 270 nm in einem separaten Versuch unter den gleichen Bedingungen aber in 
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Abwesenheit von Phenolrot bestimmt (Abb. 4.11, Kurve 3). Der H
+/e
--Quotient wurde aus 
dem Verhältnis der Geschwindigkeit der Protonenfreisetzung und des Fumarat-Verbrauchs 
berechnet. Während der ersten Sekunde war die Geschwindigkeit der Protonenfreisetzung 
doppelt so schnell wie der Fumarat-Verbrauch und wurde danach langsamer. Die Abnahme 
der Protonenfreisetzung ist wahrscheinlich mit dem Leckfluß der Protonen durch die 
Proteoliposomenmembran zu erklären. Der Leckfluß ist vom Protonenpermeabilitäts-
koeffizienten und dem ∆pH über der Membran abhängig. Mit zunehmendem Fumarat-
Ve rauch wird ∆pH und somit die Geschwinkigkeit zurückfließender Protonen größer. In 
Gegenwart von FCCP fand keine Protonenfreisetzung statt (Abb. 4.11, Kurve 2).  
 

























































Abb. 4.11. Protonenfreisetzung und Fumaratverbrauch während der Fumarat-Reduktion mit H2. Die in 
Abb. 4.11 beschriebenen Proteoliposomen wurden in H2-gesättigten Puffer suspendiert (0,9 g Phospholipid/l). 
Nach Zugabe von 0,45 mM Fumarat zu der Proteoliposomensuspension wurde die Protonenfreisetzung wie in 
Abb. 4.11 beschrieben bestimmt (Kurve 1). Die Protonenbewegung in Gegenwart von FCCP (20 µmol/g Phos-







--Quotient  der DMN-Reduktion durch Formiat wurde bestimmt wie für die 
DMN-Reduktion durch H2 beschrieben. Die Proteoliposomen enthielten Formiat-Dehydroge-
nase, Menachinon und Fumarat-Reduktase und wurden in N2-gesättigten Puffer suspendiert. 
Nach Zugabe von Formiat (im Überschuß) und 6,9 µM DMN zu den Proteoliposomen wurden 
in diesem Experiment 13,1  µM Protonen freigesetzt, was einem H
+/e
--Quotient von 0,95 
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entspricht (Abb.  4.12, Kurve  1). Die Protonenfreisetzung wurde durch FCCP gehemmt 

















































enthielten Formiat-Dehydrogenase, Menachinon und Fumarat-Reduktase und wurden für die Messungen 
vorbereitet wie unter Methoden beschrieben. Die Experimente wurden durchgeführt wie in Abb.  4.10 
beschrieben aber unter N2-Atmosphäre.  Kurve 1: Extinktionsänderung von Phenolrot nach Zugabe von DMN 
(6,9 µM) und Formiat (9,1 mM). Kurve 2: wie Kurve 1 in Gegenwart von FCCP (20 µmol/g Phospholipid). 




--Quotient  der Fumarat-Reduktion durch Formiat konnte nicht bestimmt werden. 
Formiat mit der Bestimmung des Fumarat-Verbrauchs (Abb 4.13  A, Kurve 1). Die Extink-
tionsänderung bei 270 nm während der Menachinon-Reduktion durch Formiat in Abwesenheit 
vo
Wenn Formiat zu der Proteoliposomensuspension gegeben wurde, bevor der Elektronentrans-
port durch Fumarat-Zugabe gestartet wurde, fand eine starke Inhibierung der Formiat-
Dehydrogenase statt. Wenn die Substrate in umgekehrter Reihenfolge oder gleichzeitig in die 
Proteoliposomensuspension gemischt wurden, interferierte die Menachinon-Reduktion durch 
n Fumarat ist in Kurve 2 (Abb 4.13 A) dargestellt. Der H
+/e
--Quotient  der Menachinon-
Reduktion durch Formiat wurde aus der Geschwindigkeit der Menachinon-Reduktion und der 
entsprechenden Protonenfreisetzung berechnet (Abb 4.13 B). Die Protonenfreisetzung wurde 
wie oben beschrieben in Gegenwart von Phenolrot in einem separaten Experiment bestimmt.  
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Abb. 4.13. Reduktion von Menachinon durch Formiat. A: Die in Abb. 4.12 beschriebenen Proteoliposomen 
wurden unter N2-Atmosphäre mit 9,1  mM Formiat und 0,45  mM Fumarat (Kurve  1) oder nur mit Formiat 
(Kurve 2) gemischt und die Extionktionsänderung bei 270 nm in Abwesenheit von Phenolrot registriert. B: Die 
Protonenfreisetzung nach Zugabe von Formiat (9,1 mM; Kurve 1) wurde bestimmt wie in Abb. 4.12 beschrie-
ben. Die Reduktion von Menachinon (Kurve 2) wurde aus der entsprechenden Extinktionsänderung bei 270 nm 




Aus Messungen mit verschiedenen Proteoliposomenpräparationen ergaben sich die in















































































































Tab. 4.6 aufgeführten H /e -Quotienten. Die durchschnittlichen H /e -Quotienten  mit H2 oder 
Formiat als Elektronendonor und den getesteten Elektronenakzeptoren waren annähernd 1. 
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Die von der Fumarat-Reduktase katalysierte Fumarat-Reduktion durch DMNH2 war nicht mit 
einer Protonenbewegung gekoppelt.  
 
Tab.  4.6. Mit Proteoliposomen bestimmte H
+/e
--Quotienten.  Die Proteoliposomenpräparation (A) enthielt 
Hydrogenase, Menachinon und Fumarat-Reduktase. In Präparation (B) wurde Hydrogenase durch Formiat-
Dehydrogenase ersetzt. Die H
+/e
--Quotienten wurden wie in den entsprechenden Abbildungen beschrieben 
bestimmt. n ist die Anzahl der Messungen mit verschiedenen Proteoliposomenpräparationen.  
 
Präparation Donor  Akzeptor  H
+/e
--Quotienten  n 
A H2 Fumarat  1,0    ±  0,1  6 
A H2 DMN  0,96  ±  0,04  10 
A und B  DMNH2 Fumarat  0,0  4 
B Formiat  DMN  0,98  ±  0,12  9 
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5.1  Rekonstitution von Membranproteinen in Liposomen 
Die Komplexität von biologischen Membranen erlaubt oftmals keine spezifische funktio-
nelle Analyse von Membranproteinen in situ. Die Isolierung und der anschließende Einbau in 
eine artifizielle Membran bietet daher eine gute Möglichkeit, die Funktion bestimmter Mem-
branproteine zu untersuchen. Auch für die Aufklärung des Mechanismus der Fumarat-Atmung 
von W. succinogenes war es nötig, die beteiligten Enzyme zu isolieren und in Liposomen 
einzubauen. Frühere Untersuchungen mit Zellen oder invertierten Membranvesikeln konnten 
nicht ausschließen, dass z. B. der Transport von Fumarat über die Membran einen Einfluß auf 
die Bestimmung von ∆p während der Fumarat-Atmung hatte. Wahrscheinlich ist im Energie-
stoffwechsel von W. succinogenes ein elektroneutraler Fumarat/Succinat-Antiporter für die 
Fumarat-Aufnahme zuständig (Ullmann et al. 2000), der die Messungen nicht beeinflussen 
sollte. Es wurden aber noch weitere Dicarboxylat-Transporter gefunden, die Fumarat vermut-
lich elektrogen über die Membran transportieren. 
Einen schnellen Einbau von Membranproteinen in eine Phospholipidmembran erhält man 
durch die „Frieren/Tauen“-Methode (Kasahara und Hinkle 1977). Hierzu werden durch Ultra-
schallbehandlung erhaltene Liposomen mit dem Protein gemischt, schnell in flüssigen Stick-
stoff gefroren und anschließend bei Raumtemperatur wieder aufgetaut. Durch das Frieren 
brechen wahrscheinlich die Phospholipidvesikel auf und fusionieren während des langsamen 
Auftauens zusammen mit den Proteinen zu größeren meist vielschichtigen Vesikeln (Pick 
1981). Der Proteineinbau wird durch mehrfaches Frieren und Tauen begünstigt. Eine weitere 
kurze Ultraschallbehandlung führt schließlich zu einer Präparation mit wieder unilamellaren 
Proteoliposomen. Mit dieser Methode wurden schon in früheren Arbeiten aus W. succinogenes 
isolierte Formiat-Dehydrogenase und Fumarat-Reduktase in Liposomen eingebaut (Unden et 
al. 1983, Unden und Kröger 1982). Dort wurden aber keine Untersuchungen zur ∆p-Entste-
hung während der Fumarat-Atmung durchgeführt.  
Der Nachteil der „Frieren/Tauen“-Methode ist, dass die Proteine nur zufällig orientiert in 
die Liposomen eingebaut werden. Um die in der Einleitung dargestellten hypothetischen 
Mechanismen zu überprüfen (Abb. 2.1), sind aber Proteoliposomen erforderlich, in denen nur 
die nach außen orientierten Enzyme an der Fumarat-Atmung teilnehmen. Die „Frieren/ 
Tauen“-Methode konnte daher nur für die Rekonstitution der Fumarat-Atmung mit Formiat-
Dehydrogenase und Fumarat-Reduktase verwendet werden, da ihre außen zugegebenen 
Substrate nicht über die Membran diffundieren (Kröger et al. 1980). Die nach innen orien-
tierten Enzyme sind somit nicht an den Reaktionen beteiligt.  
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Die Liposomenmembran stellt für H2 dagegen kein Hindernis dar. Für die Rekonstitution 
der Fumarat-Atmung mit H2 müssen daher alle Hydrogenasemoleküle in der Proteoliposo-
menmembran nach außen orientiert sein. Das wurde erreicht, indem Hydrogenase und 
Fumarat-Reduktase detergensvermittelt direkt in vorgeformte Vesikel (Schallliposomen) 
eingebaut werden (Rigaud et al. 1995). Die einzelnen Schritte der Rekonstitutionsprozedur 
sind in Abb.  5.1 dargestellt: (1) Schallliposomen werden zunächst mit einer bestimmten 
Detergensmenge (hier: Dodecylmaltosid) behandelt. (2) Proteine werden anschließend zu dem 
Phospholipid/Detergens-Gemisch gegeben. (3) Das Detergens wird schließlich vollständig 










Abb. 5.1. Detergensvermittelter Einbau von Membranproteinen in Liposomen. Die Rekonstitutionsproze-
dur ist schematisch mit „unter-kritischen“ (A), kritischen (B) und „über-kritischen“ (C) Detergens/Phospholipid-
Verhältnissen dargestellt. Die einzelnen Schritte (1 bis 3) sind im Text erklärt.  
 
Entscheidend für einen unidirektionalen Einbau von Hydrogenase und Fumarat-Reduktase 
ist anscheinend das Dodecylmaltosid/Phospholipid-Verhältnis, mit dem die Schallliposomen 
behandelt wurden. Der Mechanismus des unidirektionalen Proteineinbaus kann wie folgt er-
klärt werden. Bis zu einem bestimmten (kritischen) Dodecylmaltosid/Phospholipid-Verhältnis 
behalten die Liposomen noch weitgehend ihre vesikuläre Struktur während der Präparation 
(Abb 5.1 A, B). In die Detergens enthaltende Liposomenmembran lagert sich bevorzugt der 
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hydrophobe Teil der Enzyme (HydC bzw. FrdC) an. Die großen hydrophilen Enzymbestand-
teile (HydAB bzw. FrdAB) gelangen jedoch nicht über die Membran in das Innere der intak-
ten Vesikel. Wenn die Liposomen mit einem „über-kritischen“ Dodecylmaltosid/Phospho-
lipid-Verhältnis behandelt werden, lysieren die Vesikel (Abb 5.1 C). Es bilden sich Micellen 
aus Phospholipid und Detergens bzw. nach Proteinzugabe gemischte Phospholipid/ 
Detergens/Protein-Micellen. Die anschließende Detergensentfernung führt zu Proteoliposo-
menvesikeln mit zufällig orientierten Proteinen. Dieser als Micellen-Vesikel-Transition 
bezeichnete Prozeß ist allerdings noch nicht eindeutig verstanden (Ollivon et al. 2000). Der 
Einfluß der Detergensbehandlung auf die Liposomenstruktur und die endgültige Protein-
Orientierung wurde durch ausführliche Rekonstitutionsstudien mit Bacteriorhodopsin und 
verschiedenen ATP-Synthasen untersucht (Lambert et al. 1998, Pitard et al. 1996, Paternostre 
et al. 1988).  
Um alle eingesetzten Enzymmoleküle einzubauen, mußten die Liposomen mindestens mit 
dem kritischen Dodecylmaltosid/Phospholipid-Verhältnis gesättigt sein (Abb. 5.1 B). Gerin-
gere Dodecylmaltosidmengen konnten anscheinend den Einbau von Hydrogenase und 
Fumarat-Reduktase nicht ausreichend vermitteln (Abb. 5.1 A). Mit abnehmendem Dodecyl-
maltosid/Phospholipid-Verhältnis waren immer weniger Proteine in die Liposomenmembran 
eingebaut, die dann nicht am Elektronentransport H2 zu Fumarat teilnehmen können. Wie zu 
erwarten, war in diesen „unter-kritischen“ Proteoliposomenpräparationen die Elektronen-
transportaktivität kleiner als in Proteoliposomen, die mit dem kritischen Dodecylmalto-
sid/Phospholipid-Verhältnis präpariert wurden.  
Die TPP
+-Aufnahme durch die Proteoliposomen während des Elektronentransports von H2 
zu Fumarat oder DMN ist ebenfalls von der Menge des eingebauten Proteins abhängig. Je 
weniger Enzymmoleküle eingebaut werden, desto größer ist vermutlich der Anteil von 
Liposomen, die weder Hydrogenase noch Fumarat-Reduktase enthalten und so nicht an der 
TPP
+-Aufnahme beteiligt sind. Am größten war die TPP
+-Aufnahme in Proteoliposomen-
präparationen, die mit der kritischen Dodecylmaltosidmenge erhalten wurden (Abb. 5.1 B). 
Alle eingesetzten Enzymmoleküle waren in der Membran eingebaut und außerdem alle 
Substratzentren nach außen orientiert. Wenn alle Hydrogenasemoleküle zwar eingebaut aber 
zum Teil nach innen gerichtet waren (Abb. 5.1 C), war die TPP
+-Aufnahme wieder geringer 
als in den kritischen Proteoliposomenpräparationen. In diesen Proteoliposomen entsteht 
während der Menachinon-Reduktion mit H2 durch die nach außen orientierten Hydrogena-
semoleküle ein ∆ψ < 0 (innen negativ). Die nach innen orientierten Hydrogenasemoleküle 
erzeugen wahrscheinlich gleichzeitig ein ∆ψ entgegengesetzter Richtung, so dass der Betrag 
des gesamten ∆ψ über der Membran erniedrigt wird. Wenn die Hälfte aller Hydrogenase-
moleküle nach innen gerichtet wäre, sollte theoretisch ∆ψ = 0 sein und keine TPP
+-Aufnahme 
im steady state des Elektronentransports stattfinden. 
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5.2 Energetische  Betrachtung der Fumarat-Atmung 
Der Elektronentransport von H2 oder Formiat zu Fumarat in der Bakterienmembran von 
W. succinogenes ist mit der Entstehung eines elektrochemischen Protonenpotentials (∆p) 
gekoppelt (Geisler et al. 1994, Mell et al. 1986). Der H
+/e
--Quotient der apparenten Protonen-
translokation kann nur bestimmt werden, wenn das elektrische Protonenpotential (∆ψ) gegen 
0 geht. Es wird generell angenommen, dass das gleiche Verhältnis von Protonen- und Elektro-
nentransfer in Gegenwart und in Abwesenheit von ∆ψ gültig ist. Die freie Energie, die durch 
die apparente Protonentranslokation über die Membran gespeichert wird, kann nicht größer 
sein als die Energie, die durch die treibende Redoxreaktion frei wird. Aus der Redoxpotential-
differenz (∆E) der Reaktion und ∆p kann nach Gleichung (16) der H
+/e
--Quotient berechnet 











         ( 1 6 )  
 
Bei q = 1 ist der theoretisch maximale H
+/e
--Quotient der Fumarat-Atmung mit H2 gleich 
2,6  , wenn für die Berechnung das mit Bakterien bestimmte ∆p = 0,17 V  und 
∆E = ∆E0’ = 0,45 V [aus E0’(H
+/H2) = -0,42 V und E0’(Fumarat/Succinat) = +0,03 V (Thauer 
et al. 1977)] eingesetzt wird (Tab. 5.1). Wenn der tatsächliche H
+/e
--Quotient 1 oder 2 ist, 
wäre die energetische Effizienz der Fumarat-Atmung unter diesen Bedingungen 0,38 bzw. 
0,76. Die gleichen Werte sind auch für die Fumarat-Atmung mit Formiat gültig 
[E0’( )  =  -0,42  V]. Für die aerobe Atmung mit NADH als Elektronendonor 
wurde in Mitochondrien eine energetische Effizienz von q  =  0,57 bestimmt (Hinkle et al. 
1991). Welche Energieausbeute für die anaerobe Atmung mit H
− −
3 2/HCO HCO
2 (oder Formiat) und Fumarat 
im Vergleich zur mitochondrialen Atmung wahrscheinlicher ist, läßt sich nicht vorhersagen. 
Mit diesen theoretischen Überlegungen kann weder ein H
+/e
--Quotient von 1 noch von 2 
ausgeschlossen werden kann.  
Der theoretisch maximale H
+/e
--Quotient der Fumarat-Reduktion durch Menachinol in der 
Bakterienmembran berechnet sich zu 0,6 (Tab.  5.1). Dazu wurde angenommen, dass das 
Redoxpotential des Menachinon/Menachinol-Redoxpaares gleich seinem Standardredox-
potential in organischer Lösung ist [E0’(MK/MKH2) = -0,074 V (Schnorf 1996)]. Diese An-
nahme stimmt mit dem Befund überein, dass das Menachinon/Menachinol-Verhältnis in der 
Membran von W. succinogenes während der Fumarat-Atmung nahe 1 ist (Kröger und 
Innerhofer 1976). Weiterhin wurde bestimmt, dass das Standardredoxpotential von Menachi-
non/Menachinol in der Bakterienmembran ähnlich dem in organischer Lösung ist (Liebl et al. 
1992). Unter diesen Bedingungen wäre der tatsächliche H
+/e
--Quotient der Fumarat-
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Reduktion durch Menachinol kleiner als 0,6. Für die Oxidation von H2 oder Formiat durch 
Menachinon ergibt sich aus den entsprechenden Standardredoxpotentialen und ∆p = 0,17 V 
ein maximaler H
+/e
--Quotient von 2,0. Mit einer energetischen Effizienz von 0,5 könnten 
während dieser Redoxreaktion Protonen mit einem H
+/e
--Quotient von 1 über die Membran 
transloziert werden.  
 
Tab. 5.1. Theoretische H
+/e
--Quotienten der Fumarat-Atmung und ihrer Teilreaktionen.  Die maximalen 
H
+/e
--Quotienten wurden nach Gleichung (16) mit ∆p = 0,17 V berechnet. q ist das Verhältnis des angenomme-
nen zum maximalen H
+/e




0 ∆E  H
+/e
-   q 
   (V)  maximal angenommen     
Succinat Fumarat H2 → +   0,45 2,6  1    0,38 
Succinat HCO O H Fumarat HCO 3 2 2 + → + + − − 0,45 2,6  1    0,37 
Succinat MK Fumarat MKH2 + → +   0,104 0,6  0    0 
2 2 MKH MK H → +   0,346 2,0  1    0,50 
2 3 2 2 MKH HCO O H MK HCO + → + + − −   0,346 2,0  1    0,50 
 
5.3   Mechanismus der ∆p-Entstehung 
Um den Mechanismus der ∆p-Entstehung während der Fumarat-Atmung zu klären, wurden 
die beiden in Abb. 5.2 gezeigten Arbeitshypothesen aufgestellt. Abb. 5.2 A und B gelten für 
Proteoliposomen, die sowohl Hydrogenase als auch Fumarat-Reduktase ausschließlich nach 
außen orientiert enthalten. In beiden Mechanismen wird angenommen, dass die Oxidation von 
H2 durch Menachinon ein elektrogener Prozeß mit einem H
+/e
--Quotient von 1 ist. Die für die 
Menachinon-Reduktion verbrauchten Protonen werden von der Innenseite der Proteoliposo-
men aufgenommen. Gleichzeitig werden Protonen durch die H2-Oxidation außen frei. Die 
Oxidation von Menachinol durch Fumarat ist in Abb.  5.2  A als elektroneutraler und in 
Abb. 5.2 B dagegen als elektrogener Prozeß dargestellt. In Abb. 5.2 A werden die während der 
Menachinol-Oxidation frei werdenden Protonen außen abgegeben. Die gleiche Anzahl Proto-
nen werden dort durch die Fumarat-Reduktion verbraucht. In diesem Modell ist der 
Elektronentransport von Menachinol zu Fumarat mit keiner Protonentranslokation über die 
Membran gekoppelt. Der H
+/e
--Quotient der Fumarat-Reduktion durch H2 sollte daher wie bei 
der Menachinon-Reduktion durch H2 gleich 1 sein. Die Fumarat-Atmung mit H2 ist dagegen 
in Proteoliposomen ein elektroneutraler Prozeß, wenn die Menachinol-Oxidation durch 
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Fumarat elektrogen ist (Abb.  5.2  B). Auf beiden Seiten der Proteoliposomenmembran 
gleichen sich in diesem Modell frei werdende und verbrauchte Protonen aus. Der H
+/e
--
Quotient der Fumarat-Reduktion durch H2 wäre nach dieser Hypothese gleich 0.  
Die Ergebnisse, die experimentell mit Proteoliposomen erhalten wurden, stimmen mit dem 
Mechanismus von Abb. 5.2 A überein und schließen den in Abb. 5.2 B dargestellten aus. Es 
wurde gezeigt, dass der Elektronentransport von H2 zu Fumarat genau wie der von H2 zu 
DMN mit der Entstehung von ∆p gekoppelt war. Der H
+/e
--Quotient war sowohl für die 
Fumarat- als auch für die DMN-Reduktion durch H2 gleich 1. Daraus ergibt sich, dass die 
Menachinol-Oxidation durch Fumarat ein elektroneutraler Prozeß sein muss. Diese Folgerung 
wird durch das Ergebnis unterstützt, dass die Oxidation von DMNH2 durch Fumarat nicht mit 
der Aufnahme von TPP
+ oder TPB
- durch die Proteoliposomen gekoppelt war. Weiterhin 
wurde während der von der Fumarat-Reduktase katalysierten Reaktion keine Protonenbewe-
gung beobachtet, wenn die Proteoliposomen mit Valinomycin und K
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Abb. 5.2. Hypothetische Mechanismen der Entstehung von ∆p während der Fumarat-Atmung mit H2 in 
Proteoliposomen (A, B) und Zellen (C, D). a, außen; i, innen; P, Periplasma; C, Cytoplasma. Die gleichen 
Mechanismen gelten auch für die Fumarat-Atmung mit Formiat.  
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In früheren Arbeiten wurde bereits gezeigt, dass auch in Zellen und invertierten 
Membranvesikeln von W. succinogenes kein ∆p während der Oxidation von DMNH2 mit 
Fumarat entsteht (Geisler et al. 1994). Außerdem akkumulierten invertierte Membranvesikel 
während der Fumarat-Atmung mit H2 SCN
- und der H
+/e
--Quotient war nahe 1 (Mell et al. 
1986). In diesen Vesikeln ist die Hydrogenase nach innen und die Fumarat-Reduktase nach 
außen orientiert. Wenn die Fumarat-Reduktion mit Menachinol ein elektrogener Prozeß ist, 
sollte im Gegensatz zu den experimentellen Daten mit invertierten Membranvesikeln oder 
Zellen ein H
+/e
--Quotient von 2 für die Fumarat-Reduktion mit H2 bestimmt werden 
(Abb. 5.2 D). Der H
+/e
--Quotient für die Fumarat-Atmung ist aber offensichtlich unabhängig 
von der Orientierung der Enzyme zueinander und ist in invertierten Membranvesikeln und 
Proteoliposomen gleich. Die Ergebnisse bestätigen somit die Hypothese, dass die Fumarat-
Reduktion durch Menachinol weder in der Bakterienmembran (Abb.  5.2  C) noch in der 
Proteoliposomenmembran (Abb. 5.2  A) mit einer Protonentranslokation über die Membran 
gekoppelt ist. Das ∆p entsteht somit während der Fumarat-Atmung mit H2 ausschließlich 
durch die von der Hydrogenase katalysierten Reaktion. Der gleiche Mechanismus wurde auch 
für die Fumarat-Atmung mit Formiat als Elektronendonor gefunden.  
Die Ansicht, dass die bei der Reduktion von Menachinon verbrauchten Protonen von der 
Innenseite der Proteoliposomen (Abb. 5.2  A, B) bzw. aus dem Cytoplasma der Zellen von 
W. succinogenes (Abb. 5.2 C, D) aufgenommen werden, wird durch die Kristallstruktur des 
Komplexes aus Formiat-Dehydrogenase-N von E. coli und HQNO (2-(Heptyl)-4-
hydroxychinolin-N-oxid) unterstützt (Jormakka et al. 2002). Die Formiat-Dehydrogenase-N 
besteht aus drei Untereinheiten (FdnGHI), die in Zusammensetzung und Aminosäuresequen-
zen ähnlich der W. succinogenes-Formiat-Dehydrogenase ist (Berg et al. 1991, Kröger et al. 
2002). Beide Enyzme sind durch ein verwandtes Dihäm-Cytochrom b in die Membran inte-
griert, an denen Menachinon reduziert wird. Die Cytochrom  b-Untereinheit der Formiat-
Dehydrogenase-N (FdnI) ist auch dem Cytochrom b der Hydrogenase (HydC) ähnlich (Berks 
et al. 1995). Die Menachinon-Reduktion durch Formiat oder H2 wird in W. succinogenes 
durch NQNO (2-n-Nonyl-4-hydroxychinolin-N-oxid) gehemmt (Kröger et al. 1979). NQNO 
ist wie HQNO ein Menasemichinon-Analogon. In der Kristallstruktur bindet HQNO an FdnI 
von  E. coli nahe dem distalen Häm  b und der cytoplasmatischen Membranoberfläche 
(Jormakka et al. 2002). HQNO liegt dort in unmittelbarer Nähe zu dem axialen Hämliganden 
(H169) in Helix IV und zu einem Asparagin (N110) und Glutamin (Q113) der Peptidkette, die 
Helix II und III verbindet (Abb. 5.3). Alle drei Reste sind in HydC (H200, N128, Q131) und 
in auch in FdhC von W. succinogenes konserviert (Berks et al. 1995). Der Austausch von 
N128 gegen Aspartat und Q131 gegen Leucin in HydC führte zu Mutanten, die nicht mit H2 
und Fumarat wachsen (Biel et al. 2002). Die mit Formiat und Fumarat vermehrten Mutanten 
enthielten aber membranständige Hydrogenase. Die spezifischen Aktivitäten der DMN-
Reduktion durch H2, die mit der Membranfraktion der Mutanten gemessen wurden, waren 
maximal 6 % der Wildtyp-Aktivität. Die Reduktion von Benzylviologen durch H2 blieb dage-
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gen im Vergleich zum Wildtyp unverändert. Die Inhibierung der DMN-Reduktion, für die 
HydC essentiell ist (Groß et al. 1998b, Droß et al. 1992), war nicht vom Verlust einer oder 
beider Hämgruppen abhängig. Nach Extraktion der Membranfraktion der Mutanten mit Tri-
ton X-100 konnte die gleiche Menge Häm b durch H2 reduziert werden (0,3 µmol/g Protein) 
wie für die Wildtyp-Membran gezeigt (Groß et al. 1998b). Der Austausch des nicht 
konservierten Restes H122 in der Helix II und III verbindenden Peptidkette führte dagegen in 
bezug auf Wachstum und Enzymaktivitäten zu Mutanten mit Wildtyp-Eigenschaften (Biel et 
al. 2002). Die Ergebnisse deuten darauf hin, dass N128 und Q131 zum aktiven Zentrum der 
Menachinon-Reduktion von HydC gehören, das vermutlich wie bei FdnI von E. coli an der 




















Abb. 5.3. Hypothetische Struktur des Cytochroms b der Hydrogenase (HydC) von W. succinogenes. Die 
Anordung der axialen Liganden der Hämgruppen (Rauten) und die Lage des HQNO-Moleküls im Chinonzen-
trum ist der Kristallstruktur des Cytochroms b der Formiat-Dehydrogenase-N (FdnI) von E. coli (Jormakka et al. 
2002) entsprechend gezeichnet. Die Nummerierung der Aminosäurereste entspricht HydC und ist für FdnI in 
Klammern angegeben.  
 
5.4  Die Bindungsstelle für Menachinol in der Fumarat-Reduktase 
Die oben diskutierten experimentellen Ergebnisse zeigen, dass die durch die Fumarat-
Reduktase katalysierte Oxidation von Menachinol durch Fumarat ein elektroneutraler Prozess 
ist. Die während der Menachinol-Oxidation frei werdenden Protonen müssen nach diesem 
Modell in das Cytoplasma abgegeben werden, wo die gleiche Anzahl Protonen für die Fuma-
rat-Reduktion verbraucht werden (Abb 5.2 C). Das aktive Zentrum der Menachinol-Oxidation 
ist in der Fumarat-Reduktase aber wahrscheinlich in der Nähe der periplasmatischen 
Membranoberfläche lokalisiert. Das wurde aus der Kristallstrukur eines Fumarat-
  55   Diskussion 
Reduktase/DMN- bzw. Fumarat-Reduktase/Vitamin K2-Komplexes abgeleitet. Dort befinden 
sich beide Naphthochinone jeweils in der Nähe der distalen, d. h. zum Periplasma gerichteten 
Hämgruppe in FrdC (Roy Lancaster, persönliche Mitteilung). Zwischen dieser möglichen 
Menachinol-Bindungsstelle und der periplasmatischen Membranoberfläche befindet sich ein 
Glutamat-Rest (E66), der wahrscheinlich an der Oxidation von Menachinol beteiligt ist 
(Lancaster et al. 2000). Nach Austausch von E66 durch Glutamin wurde eine Mutante (E66Q) 
erhalten, die nicht mehr die Oxidation von DMNH2 durch Fumarat katalysiert. Die Aktivität 
der Fumarat-Reduktion durch reduziertes Benzylviologen blieb unbeeinflußt. Kristallographi-
sche Untersuchungen ergaben keine signifikanten strukturellen Änderungen des varianten 
Enzyms im Vergleich zum Wildtyp-Enzym. Obwohl die Mittelpunktpotentiale beider Häm-
gruppen durch den Austausch E66Q nicht verändert waren, konnte im Gegensatz zum Wild-
typ-Enzym kein Häm b durch DMNH2 reduziert werden.  
Die Ergebnisse zeigen, dass die Hemmung der Menachinol-Oxidation nur von der 
Abwesenheit der Carboxyl-Gruppe von E66 abhängig ist. Im Wildtyp-Enzym könnte E66 
eines der bei der Menachinol-Oxidation frei werdenden Protonen aufnehmen und über eine 
sich bis zum Periplasma erstreckende Spalte freisetzen. Es gibt keine strukturellen Hinweise 
für einen Protonenkanal in FrdC, der die frei werdenden Protonen von der Menachinon-
Bindungsstelle in das Cytoplasma leiten könnte. Das würde aber bedeuten, dass die Oxidation 
von Menachinol durch Fumarat in W. succinogenes ein elektrogener Prozess mit einem H
+/e
--
Quotient von 1 ist, was aber durch die experimentellen Untersuchungen ausgeschlossen 
wurde.  
 
5.5  Die Succinat-Dehydrogenase von Bacillus subtilis 
In der Zellmembran von B. subtilis ist die Succinat-Dehydrogenase (Sdh) ein Teil der 
aeroben Atmungskette und katalysiert dort die Oxidation von Succinat durch Menachinon 
(Reaktion (f), Hägerhäll 1997). Die stark endergone Reaktion (∆G0’= +20 kJ/mol Succinat) 
wird wahrscheinlich durch ein ∆p über der Membran getrieben, so dass reverser 
Elektronentransport stattfinden kann (Schirawski und Unden 1998). Der hypothetische 
Mechanismus der Succinat-Oxidation durch Menachinon ist in Abb. 5.4  A dargestellt. Die 
Succinat-Oxidation ist mit der Protonenfreisetzung in das Cytoplasma und die Menachinon-
Reduktion mit der Protonenaufnahme von außen gekoppelt. Das für den Vorgang benötigte ∆p 
entsteht durch die Oxidation von Menachinol durch O2. Mit einer apparenten 
Protonentranslokation von 1  H
+/e
- während der Succinat-Oxidation durch Menachinon in 
Richtung des ∆p und einem ∆p = -0,17 V über der Membran (innen negativ) wäre Reaktion 
(f) mit ∆G0’= -13 kJ/mol Succinat exergon (Kröger et al. 2002). Mit diesem hypothetischen 
Mechanismus kann erklärt werden, dass die Aktivität der Succinat-Oxidation mit O2 bzw. mit 
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Menachinon in Zellen von B. subtilis durch einen Protonophor gehemmt wird (Schirawski 
und Unden 1998).  
 
2 MKH Fumarat MK Succinat + → +        (f) 
 
Die Succinat-Dehydrogenase von B. subtilis katalysiert Reaktion (f) auch in umgekehrter 
Richtung. Die Wechselzahlen für die Fumarat-Reduktion mit verschiedenen Hydrochinonen 
(z. B. DMNH2) entsprechen denen der Fumarat-Reduktase von W. succinogenes (Lemma et 
al. 1991). Wenn Reaktion (f) durch ∆p getrieben wird, sollte die umgekehrte Reaktion 
(Fumarat-Reduktion durch Menachinol) ein ∆p erzeugen (Abb.  5.4  B). Tatsächlich wurde 
gefunden, dass in Zellen von B. subtilis die Fumarat-Reduktion durch NADH mit der Auf-
nahme von TPP
+ gekoppelt ist (Schnorpfeil et al. 2001). Aus der TPP
+-Aufnahme wurde ein 
∆ψ = -132 mV (innen negativ) berechnet. Die Oxidation von NADH durch Menachinon ist 
vermutlich nicht an der ∆p-Entstehung beteiligt. Aus dem Genom geht hervor, dass B. subtilis 
nur eine NADH-Dehydrogenase besitzt, die der nicht-koppelnden NADH-Dehydrogenase 
(Ndh) von E. coli ähnlich ist. Mit Mutanten, denen entweder eine funktionale Succinat-Dehy-
drogenase oder Menachinon fehlte, wurde gezeigt, dass sowohl die Succinat-Dehydrogenase 
als auch Menachinon im Elektronentransport von NADH zu Fumarat involviert sind. Aus 
diesen Ergebnissen wurde abgeleitet, dass die Succinat-Dehydrogenase von B. subtilis im 
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Abb. 5.4. Hypothetischer Mechanismus der Succinat-Oxidation durch Menachinon (A) und der Fumarat-
Reduktion durch NADH (B) in B. subtilis. Die Oxidation von Menachinol durch O2 ist mit der apparenten 
Translokation von n H
+ über die Membran gekoppelt (A).  
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Der Unterschied zwischen Succinat-Dehydrogenase und Fumarat-Reduktase ist überra-
schend, da beide Enzyme sich in ihren katalytischen Eigenschaften und Zusammensetzung 
der Untereinheiten ähnlich sind. Beide Enzyme bestehen jeweils aus einer katalytischen 
Untereinheit mit kovalent gebundenem FAD (SdhA/FrdA), einem Eisen/Schwefel-Protein 
(SdhB/FrdB) und einem in der Membran integrierten Dihäm-Cytochrom b (SdhC/FrdC). Die 
Hämliganden sind in beiden Enzymen konserviert, so dass die Strukturen von SdhC und FrdC 
ähnlich sein sollten. Wie für die Fumarat-Reduktase dargestellt (Kapitel 5.4) befindet sich das 
katalytische Zentrum für die Menachinon-Reduktion in SdhC vermutlich ebenfalls nahe der 
distalen Hämgruppe (Matsson et al. 2000), so dass eine Protonenaufnahme von außen 
während der Menachinon-Reduktion wahrscheinlich ist (Abb 5.4 A). Diese Annahme stimmt 
mit den oben beschriebenen Untersuchungen zum Mechanismus der Succinat-Oxidation 
durch Menachinon bzw. der Fumarat-Reduktion durch NADH (Schirawski und Unden 1998, 
Schnorpfeil et at. 2001) überein. Zu beachten ist aber, dass die Experimente mit Zellen von 
B. subtilis durchgeführt wurden. Da Succinat bzw. Fumarat auf der cytoplasmatischen Seite 
der Zellmembran umgesetzt wird, ist nicht ausgeschlossen, dass die Ergebnisse durch den 
Transport der Substrate über die Membran verfälscht wurden. Daher soll die isolierte 
Succinat-Dehydrogenase ebenfalls in Liposomen eingebaut und geprüft werden, ob die 




Die elektroneutrale Arbeitsweise der Fumarat-Reduktase von W. succinogenes steht im 
Widerspruch zu den Ergebnissen für die Succinat-Dehydrogenase von B. subtilis (Kapitel 5.5) 
und den Daten für die Lokalisation der Menachinol-Bindungsstelle in FrdC (Kapitel 5.4). Zur 
Lösung dieses Widerspruchs wurde die „E-Weg“-Hypothese aufgestellt (Lancaster 2002). 
Nach dieser Hypothese werden die während der Menachinol-Oxidation frei werdenden Proto-
nen in das Periplasma entlassen, gleichzeitig findet aber ein Kotransport von zwei Protonen 
über die Membran in das Cytoplasma statt (Abb. 5.5). Der Protonenweg ist in der Struktur der 
oxidierten Fumarat-Reduktase nicht durchgängig zu erkennen. Möglicherweise wird der 
Protonenweg erst während des katalytischen Zyklus vorübergehend eingerichtet. Eine 
Komponente dieses Protonenweges durch die Membran könnte ein Glutamat-Rest („E“180) 
der transmembranen Helix V von FrdC sein. Dieser Rest ist in W. succinogenes, Helicobacter 
pylori und Campylobacter jejuni, die alle zu den ε-Proteobakterien gehören, aber nicht in 
B. subtilis (Gram-positive Bakterien) konserviert. Der Austausch von E180 durch Glutamin 
ergab ein variantes Enzym, dass die Oxidation von DMNH2 durch Fumarat mit 11 % der 
Wildtyp-Aktivität katalysierte (Sauer 2001). Fumarat-Reduktase-Aktivitäten, an denen nur die 
hydrophilen Untereinheiten (FrdAB) beteiligt sind, wurden durch den Austausch dagegen 
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nicht beeinflußt. Das Mutantenenzym unterschied sich außerdem nicht in seiner Kristall-
struktur, den Redoxpotentialen beider Hämgruppen und der Michaeliskonstante für DMNH2 
(0,1 mM) vom Wildtyp-Enzym. Die Ergebnisse zeigen, dass E180 indirekt an der Oxidation 
von Menachinol durch Fumarat beteiligt ist. Anscheinend wird die Fumarat-Reduktase-
Aktivität erhöht, wenn Protonen vom Periplasma in das Cytoplasma transportiert werden und 
so die Reaktion elektroneutral wird.  
Die „E-Weg“-Hypothese würde erklären, warum kein ∆p während der Menachinol-
Oxidation mit Fumarat in Proteoliposomen, Zellen oder invertierten Membranvesikeln 
entsteht. Eine elektroneutrale Arbeitsweise der Fumarat-Reduktase würde weiterhin mit den 
energetischen Betrachtungen zur Fumarat-Atmung übereinstimmen, mit denen ein maximaler 
H
+/e




Abb. 5.5. Hypothetischer Kotransport von Protonen über den „E-Weg“. Die Menachinol-Bindungsstelle 





mit freundlicher Genehmigung Lancaster (2002) entnommen.  
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5.7 Chinon-Spezifität der Fumarat-Atmung 
Zellen von W. succinogenes, die mit Formiat (oder H2) und Fumarat vermehrt werden, 
enthalten in ihrer Membran außer Menachinon auch Methylmenachinon in äquimolaren 
Me
uccinogenes wächst dabei durch 
an
d Vitamin K2 in Proteoliposomen mit Hydrogenase und Fumarat-Reduktase 
ein
 
ngen (Collins und Fernandez 1984). Beide Chinone besitzen eine Seitenkette aus sechs 
Isopreneinheiten und unterscheiden sich nur in einer zusätzlichen Methylgruppe an Position 5 
oder 8 des aromatischen Rings von Methylmenachinon (Abb 4.9). Die Rekonstitution der 
Fumarat-Atmung in Liposomen mit jeweils einem der aus W. succinogenes isolierten Chinone 
zeigte, dass Menachinon spezifisch im Elektronentransport von H2 zu Fumarat beteiligt ist 
und nicht durch Methylmenachinon ersetzt werden kann.  
Eine Funktion für Methylmenachinon wurde bisher nur in der Polysulfid-Atmung von 
W. succinogenes gefunden (Dietrich et al. 2002). W. s
aerobe Atmung mit Polysulfid als terminalen Elektronenakzeptor (Schauder und Kröger 
1993, Macy et al. 1986). Elektronendonoren sind wie in der Fumarat-Atmung H2 oder 
Formiat. Die Elektronentransportkette der Polysulfid-Atmung besteht aus der Polysulfid-
Reduktase sowie Hydrogenase oder Formiat-Dehydrogenase. Wenn Hydrogenase und Poly-
sulfid-Reduktase in Liposomen mit Methylmenachinon eingebaut wurden, war die 
Elektronentransportaktivität um mehr als eine Größenordung höher als in Liposomen, die 
Menachinon oder kein Chinon enthielten (Dietrich et al. 2002). Methylmenachinon ist danach 
eine spezifische Komponente im Elektronentransport von H2 (oder Formiat) zu Polysulfid und 
kann dort nicht durch Menachinon ersetzt werden. Die Spezifität für Methylmenachinon oder 
Menachinon in der Polysulfid- bzw. Fumarat-Atmung ist anscheinend nur abhängig von den 
terminalen Reduktasen und nicht von den Dehydrogenasen. Proteoliposomen, die Hydroge-
nase und jeweils eines der beiden Chinone enthielten, katalysierten die Reduktion von DMN 
durch H2 mit gleicher Aktivität und es entstand in beiden Fällen ein ∆ψ von -0,18 V. Dieses 
Ergebnis war zu erwarten, da die Dehydrogenasen beider Atmungsketten identisch sind (Groß 
et al. 1998a).  
Außer aus W. succinogenes isoliertes Menachinon und Methylmenachinon wurden 
Vitamin K1 un
gebaut. Vitamin K1 und Vitamin K2 unterscheiden sich vom W. succinogenes-Menachinon 
nur in ihrer Seitenkette, die aus 4 statt 6 Isopreneinheiten besteht und bei Vitamin K1 zum Teil 
hydriert ist (Abb. 4.9). Proteoliposomen mit Vitamin K1 oder Vitamin K2 katalysierten den 
Elektronentransport von H2 zu Fumarat mit etwa gleicher bzw. 77 % der Geschwindigkeit, die 
mit Menachinon-Proteoliposomen bestimmt wurde. Auch die Geschwindigkeit der DMN-
Reduktion mit H2 war in den verschiedenen Proteoliposomenpräparationen annähernd gleich. 
In Vitamin  K1-Proteoliposomen entstand dabei aber kein ∆ψ während der Fumarat- oder 
DMN-Reduktion mit H2. Dies ist bisher nicht verstanden, da man annehmen sollte, dass 
Vitamin K1 an der gleichen Stelle in HydC bindet wie die übrigen getesteten Chinone und so 
die Protonen für die Chinon-Reduktion ebenfalls aus dem Inneren der Proteoliposomen 
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aufgenommen werden sollten. Dieser Befund erklärt aber, dass in früheren Arbeiten der 
Elektronentransport von H2 zu Fumarat in Liposomen mit Vitamin K1 rekonstituiert werden 
konnte, dieser aber nie mit einer ∆p-Entstehung gekoppelt war (Geisler et al. 1994).  
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